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RESUMEN 

La biología y distribución de tres especies de roedores sinantrópicos, Rattus norvegicus (rata 

gris), Rattus rattus (rata de techo) y Mus musculus (ratón casero), junto con los patógenos 

zoonóticos transmitidos por sus ectoparásitos, es esencial para comprender y prevenir la 

propagación de enfermedades como la capilariosis hepática, babesiosis, leishmaniasis, fiebre 

de Lassa y fiebre hemorrágica con síndrome renal en áreas urbanas. Además de enfermedades 

como la tuberculosis y la salmonella, los roedores pueden transmitir bacterias como 

Mycobacterium tuberculosis, Escherichia coli, Salmonella, Yersinia pestis, entre otras. Las 

pulgas son los ectoparásitos más comunes en roedores sinantrópicos, transmitiendo alrededor 

del 12% de las enfermedades. El crecimiento urbano favorece a los roedores sinantrópicos sobre 

las especies silvestres, aumentando así la prevalencia y diversidad de patógenos transmitidos 

por estos animales. En este estudio se explora la distribución de bacterias zoonóticas 

transmitidas por ectoparásitos asociados a roedores sinantrópicos, como Bartonella, Coxiella y 

Rickettsia. Estos patógenos están relacionados con enfermedades de alta prevalencia en varios 

países; sin embargo, aún existen lagunas en el conocimiento sobre sus vectores, reservorios y 

hospedadores. La revisión bibliográfica aborda la conducta alimentaria, hábitos y 

comportamiento social de los roedores sinantrópicos, como Rattus norvegicus, Rattus rattus y 

Mus musculus. Como la presencia y transmisión de tres bacterias zoonóticas a nivel global: 

Bartonella, Coxiella burnetii y Rickettsiae. Bartonella, transmitida por vectores y con roedores 

como importantes reservorios, puede causar enfermedades como la enfermedad de Carrión y la 

fiebre de trinchera. Coxiella burnetii, responsable de la fiebre Q, se transmite principalmente 

por aerosoles y contacto con animales infectados. Las Rickettsiae, transmitidas por artrópodos 

vectores como pulgas y garrapatas, causan enfermedades graves como la fiebre manchada y el 

tifus murino. Los roedores son reservorios comunes de estos artrópodos, contribuyendo a la 

propagación de estas enfermedades. En Chile, los roedores actúan como portadores de una 

amplia gama de enfermedades zoonóticas transmitidas por virus, bacterias, hongos, helmintos 

y protozoos, con un énfasis particular en los patógenos transmitidos por artrópodos 

hematófagos. Las pulgas, como X. cheopis y L. segnis, presentes en ratas como R. rattus, son 

vectores de enfermedades como la Peste, Bartonella y Rickettsia. Además, los ácaros, ácaros 

trombicúlidos y piojos también pueden transmitir enfermedades como el tifus de los matorrales. 

Se cree que Herpetacarus sp. podría ser un vector del tifus de los matorrales en Chile. Las 

garrapatas, que se encuentran en roedores como R. norvegicus y R. rattus, pueden transmitir 

enfermedades tanto a perros como a humanos, lo que representa un riesgo epidemiológico 



ix  

significativo. En resumen, los roedores en Chile son reservorios de diversas enfermedades 

transmitidas por ectoparásitos, lo que supone un riesgo para la salud pública. La conclusión 

resalta la importancia de profundizar en nuestro conocimiento sobre las bacterias transmitidas 

por ectoparásitos en roedores sinantrópicos, cuya amplia distribución global los convierte en 

actores relevantes para la salud pública. La falta de estudios sobre la presencia y el papel de 

estos patógenos en los ectoparásitos se atribuye a las dificultades logísticas de capturar roedores 

sinantrópicos. Además, la transferencia de patógenos entre la fauna silvestre y sinantrópica 

puede influir en la dinámica de transmisión de enfermedades. Se subraya la necesidad de más 

investigación para comprender la ecología de estos patógenos y sus implicaciones para la salud 

humana, especialmente en el contexto de la creciente urbanización en Chile y América Latina. 

Se sugiere que las nuevas técnicas moleculares, como la secuenciación, podrían ayudar a 

abordar los desafíos en la identificación microbiológica y mejorar la efectividad de las 

estrategias de control de enfermedades. 

 

Palabras claves: Roedores sinantrópicos, Ectoparásitos, Zoonosis, Bacterias transmitidas, 

Salud pública. 
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ABSTRACT 

 

The biology and distribution of three synanthropic rodent species, Rattus norvegicus (gray rat), 

Rattus rattus (roof rat) and Mus musculus (house mouse), along with the zoonotic pathogens 

transmitted by their ectoparasites, is essential to understand and prevent the spread of diseases 

such as hepatic capillariasis, babesiosis, leishmaniasis, Lassa fever and hemorrhagic fever with 

renal syndrome in urban areas. In addition to diseases such as tuberculosis and salmonella, 

rodents can transmit bacteria such as Mycobacterium tuberculosis, Escherichia coli, 

Salmonella, Yersinia pestis, among others. Fleas are the most common ectoparasites in 

synanthropic rodents, transmitting about 12% of diseases. Urban growth favors synanthropic 

rodents over wild species, thus increasing the prevalence and diversity of pathogens transmitted 

by these animals. This study explores the distribution of zoonotic bacteria transmitted by 

ectoparasites associated with synanthropic rodents, such as Bartonella, Coxiella and Rickettsia. 

These pathogens are associated with highly prevalent diseases in several countries; however, 

there are still gaps in knowledge about their vectors, reservoirs and hosts. The literature review 

addresses the feeding behavior, habits and social behavior of synanthropic rodents, such as 

Rattus norvegicus, Rattus rattus and Mus musculus. Such as the presence and transmission of 

three zoonotic bacteria globally: Bartonella, Coxiella burnetii and Rickettsiae. Bartonella, 

transmitted by vectors and with rodents as important reservoirs, can cause diseases such as 

Carrion's disease and trench fever. Coxiella burnetii, responsible for Q fever, is transmitted 

mainly by aerosols and contact with infected animals. Rickettsiae, transmitted by arthropod 

vectors such as fleas and ticks, cause serious diseases such as spotted fever and murine typhus. 

Rodents are common reservoirs of these arthropods, contributing to the spread of these diseases. 

In Chile, rodents act as carriers of a wide range of zoonotic diseases transmitted by viruses, 

bacteria, fungi, helminths and protozoa, with particular emphasis on pathogens transmitted by 

hematophagous arthropods. Fleas, such as X. cheopis and L. segnis, present on rats such as R. 

rattus, are vectors of diseases such as plague, Bartonella and Rickettsia. In addition, mites, 

trombiculid mites and lice can also transmit diseases such as scrub typhus. It is believed that 

Herpetacarus sp. could be a vector of scrub typhus in Chile. Ticks, found on rodents such as R. 

norvegicus and R. rattus, can transmit diseases to both dogs and humans, representing a 

significant epidemiological risk. In summary, rodents in Chile are reservoirs of various diseases 

transmitted by ectoparasites, which poses a risk to public health. The conclusion highlights the 
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importance of deepening our knowledge on bacteria transmitted by ectoparasites in 

synanthropic rodents, whose wide global distribution makes them relevant actors for public 

health. The lack of studies on the presence and role of these pathogens in ectoparasites is 

attributed to the logistical difficulties of capturing synanthropic rodents. In addition, the transfer 

of pathogens between wildlife and synanthropic fauna may influence the dynamics of disease 

transmission. The need for further research to understand the ecology of these pathogens and 

their implications for human health is highlighted, especially in the context of increasing 

urbanization in Chile and Latin America. It is suggested that new molecular techniques, such 

as sequencing, could help address challenges in microbiological identification and improve the 

effectiveness of disease control strategies. 

Key words: Synanthropic rodents, Ectoparasites, Zoonoses, Transmitted bacteria, Public 

health. 
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Introducción General 

Los roedores murinos representan casi un tercio de las especies de mamíferos y son cruciales 

para la salud pública. Las especies sinantrópicas, como Rattus rattus, Rattus norvegicus y Mus 

musculus, viven en estrecha asociación con los humanos y se encuentran en ambientes urbanos, 

rurales y silvestres (Steppan et al., 2004; Himsworth et al., 2013). La abundancia y composición 

de estas especies varía según el entorno. En áreas rurales, la abundancia de roedores 

introducidos disminuye y aumentan los silvestres debido a la proximidad de hábitats naturales. 

En ambientes silvestres, predominan los roedores nativos, mientras que los introducidos están 

menos representados (Monteverde et al., 2017). 

Los roedores son hospedadores de al menos 66 enfermedades zoonóticas causadas por diversos 

patógenos como virus, bacterias y parásitos (Han et al., 2015). Entre estos patógenos, los 

transmitidos por artrópodos hematófagos son especialmente relevantes, ya que 

aproximadamente el 12% de las enfermedades asociadas a los roedores son transmitidas por 

ectoparásitos como pulgas, ácaros y piojos (Han et al., 2015; Berdoy et al., 1995; Chakma et 

al., 2017). Las garrapatas, aunque importantes vectores en general son menos relevantes en 

roedores sinantrópicos pero cruciales en roedores silvestres, contribuyendo a la transmisión de 

bacterias del género Borrelia en áreas rurales (Mihalca et al., 2012; Hornok et al., 2015). 

Patógenos significativos transmitidos por ectoparásitos de roedores incluyen bacterias de los 

géneros Rickettsia, Bartonella, Coxiella y Orientia (Loftis et al., 2006; Labruna et al., 2007; 

Padovan, 2006; Solís-Hernández et al., 2016; Abarca et al., 2018). La investigación se centrará 

en las bacterias Bartonella, Rickettsia y Coxiella, debido a su potencial patógeno y transmisión 

por artrópodos asociados a ratas y ratones. Aunque estos roedores están ampliamente 

distribuidos y son importantes para la salud humana, hay una falta de conocimiento sobre los 

vectores, reservorios y factores ambientales que afectan la distribución de estas bacterias 

(Armien et al., 2016). 

La expansión urbana altera las comunidades de roedores, favoreciendo a las especies 

generalistas y sinantrópicas y aumentando el contacto humano con ectoparásitos infectados 

(Bradley & Altizer, 2007; Faeth et al., 2005; Fantozzi, 2019). Esto puede incrementar la 

prevalencia y diversidad de patógenos, lo que impacta significativamente la salud pública, ya 

que la transmisión de enfermedades es más rápida en entornos urbanos densamente poblados 

(Blasdell et al., 2019). 
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Las zonas rurales también son cruciales en la epidemiología de enfermedades infecciosas, 

actuando como puntos de interacción entre especies silvestres y domésticas. Investigaciones en 

Chile muestran una mayor prevalencia de Bartonella y Rickettsia en pulgas de ratas en zonas 

rurales, lo que sugiere un mayor contacto entre roedores nativos y sinantrópicos (Moreno et al., 

2019; 2020). 

Evaluar cómo el cambio en las comunidades de ectoparásitos de roedores afecta la presencia de 

patógenos es fundamental para comprender las dinámicas de las enfermedades zoonóticas y 

proponer medidas de manejo efectivas. Aunque existe abundante literatura sobre roedores 

sinantrópicos, la información sobre patógenos transmitidos por ectoparásitos es limitada, lo que 

se debe en parte a la dificultad en la recolección de estos parásitos y la captura de roedores en 

entornos urbanos (Nava et al., 2003; Himsworth et al., 2014). 
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CAPÍTULO I: Características biológicas de las diferentes poblaciones de roedores 

sinantrópicos (Rattus norvegicus, Rattus rattus y Mus musculus) y distribución de 

patógenos zoonóticos transmitidos por ectoparásitos (Bartonella, Coxiella burnetii y 

Rickettsia) 

REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

1. Introducción 

Entre las especies de animales asociadas al humano y sus construcciones, los roedores 

comúnmente conocidos como rata gris, parda o rata de alcantarilla (Rattus norvegicus), rata de 

techo o negra (Rattus rattus) y ratón casero (Mus musculus), son los más relevantes en la 

investigación en salud pública, especialmente en entornos urbanos. Estas especies de roedores 

se describen como sinantrópicas o comensales, dado que habitan en estrecha relación con el 

humano (Greaves, 1984). Debido a este contacto cercano con los seres humanos, sus 

adaptaciones biológicas y estilo de vida, asociado a las condiciones particulares del entorno 

urbano, aumentan la probabilidad de transmisión de patógenos a la población humana con 

diversos grados de vulnerabilidad y condiciones socioeconómicas (Singleton et al., 1993; Moro 

et al., 1999; Han et al., 2015). 

Los roedores son unos de los principales reservorios de enfermedades, con cerca de 66 

enfermedades zoonóticas (Meerburg et al., 2009; Luis et al., 2013; Buckle & Smith, 2015 

Chaisiri et al., 2015; Han et al., 2015). Entre las enfermedades más importantes, en términos de 

salud pública, se encuentra la capilariosis hepática, la babesiosis zoonótica, leishmaniasis, 

toxoplasmosis, la fiebre de Lassa, fiebre hemorrágica con síndrome renal, síndrome 

cardiopulmonar por hantavirus y fiebre hemorrágica sudamericana (Meerburg et al., 2009; 

Shimi et al., 1979; Reperant et al., 2005; Riehm et al., 2011; Obiegala et al., 2015; Goeijenbier 

et al., 2013). Además, los roedores pueden albergar diferentes bacterias, como Mycobacterium 

tuberculosis (Tuberculosis) y Mycobacterium microti, Escherichia coli, Francisella tularensis 

(agentes de tularemia), espiroquetas del género Borrelia (fiebre recurrente transmitida por 

garrapatas), Streptobacillus moniliformis, Spirillum minus (fiebre por mordedura de rata), 

Salmonella (salmonelosis), Yersinia pestis (peste bubónica o negra), Leptospira  (leptospirosis), 

Bartonella (bartonelosis), Listeria monocytogenes (meningitis), Coxiella burnetii (fiebre Q), y 

ehrlichiosis, entre otras (van Soolingen et al., 1998, Rabiee et al., 2018). 

https://pt.wikipedia.org/wiki/Leptospira_(bact%C3%A9ria)
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Aproximadamente el 12% de las enfermedades mencionadas anteriormente son transmitidas 

por ectoparásitos. Entre ellos, los más prevalentes en roedores sinantrópicos son las pulgas, 

seguidos de los ácaros y los piojos (Berdoy et al. 1995; Chakma et al., 2015). Aunque, las 

garrapatas son reconocidas como uno de los principales vectores de agentes infecciosos, no 

tienen mucha relevancia en roedores sinantrópicos, ya que estos animales rara vez son 

parasitados por garrapatas (Mihalca et al., 2012; Hornok et al., 2015).  

Si tenemos una visión más amplia, el crecimiento de la población humana que tiene como 

consecuencia su expansión urbana, modifica la estructura de las comunidades de roedores, 

favoreciendo a las especies generalistas y sinantrópicas, en detrimento de los roedores silvestres 

nativos especializados (Bradley & Altizer, 2007; Faeth et al., 2005; Galbraith et al., 2015; 

Hassel et al., 2017). Esto, a su vez, puede producir un impacto importante en las enfermedades 

transmitidas, debido al aumento en la prevalencia y diversidad de patógenos albergados por 

roedores (Werden et al., 2014; Bordes et al., 2015). 

Entre las bacterias relevantes para la salud pública y que son transmitidas por ectoparásitos 

asociados a roedores sinantrópicos se encuentran las bacterias pertenecientes a los géneros 

Bartonella, Coxiella y Rickettsia. Aunque estos patógenos están relacionados con 

enfermedades de alta prevalencia en varios países, todavía existen vacíos en el conocimiento 

sobre aspectos relacionados con los vectores, reservorios y hospedadores de estas bacterias y 

su distribución entre diferentes hospedadores y ambientes.  

Bartonella son bacterias Gram negativas intracelulares transmitidas por artrópodos vectores 

que infectan una amplia gama de mamíferos, entre ellos los roedores son importantes 

reservorios de Bartonella (Ying et al., 2002; Favacho et al., 2015; Gonçalves et al., 2016). Entre 

los artrópodos vectores, la pulga del gato (Ctenocephalides felis) y la pulga del perro 

(Ctenocephalides canis), representan las especies más importantes a nivel mundial (Regier et 

al., 2016). Estas bacterias comprenden un grupo amplio en cuanto a especificidad, distribución, 

patogénesis y diversidad genética (Arvand et al., 2010; Harms & Dehio, 2012; Mckee et al., 

2016, Breitschwerdt et al., 2019).  

Por otra parte, las rickettsiosis, enfermedades causadas por bacterias patógenas del género 

Rickettsia y Orientia, pertenecientes a la familia Rickettsiaceae son también transmitidas por 

artrópodos (Renvoisé et al., 2009). Rickettsia felis y Rickettsia typhi, son agentes etiológicos 

zoonóticos transmitidos por pulgas y garrapatas que infestan, entre otros animales, roedores, 

aves, gatos y, eventualmente, seres humanos. Estas bacterias han sido detectadas mediante 
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técnicas de diagnóstico molecular y serológico en M. musculus y R. rattus (Panti-May et al., 

2015a; Peniche-Lara et al., 2015; Ortiz-Martínez, 2016) y sus ectoparásitos (Peniche-Lara et 

al., 2015). 

Otra patología asociada a garrapatas es la fiebre Q, enfermedad producida por la bacteria 

Coxiella burnetii, que se encuentra entre las enfermedades desatendidas que pueden asociarse 

con los roedores. Los reservorios de C. burnetii incluyen una amplia gama de hospederos no 

solo limitándose a mamíferos (Fenollar et al., 2004). La transmisión del patógeno ocurre 

principalmente, aunque no exclusivamente, a través del aire, y se postula que las garrapatas del 

género Ixodes podrían desempeñar un papel como vectores (Duron et al., 2015). Sin embargo, 

es importante destacar que su contribución en la transmisión parece ser secundaria, ya que hasta 

la fecha solo se ha demostrado en condiciones experimentales y no en situaciones naturales 

(Duron et al., 2015). Esta bacteria ha sido detectada en R. norvegicus y R. rattus, hecho que ha 

llevado a identificar que son reservorios y que además ayudan a transmitir la enfermedad (Liu 

et al., 2010). 

En Chile, se han identificado diferentes bacterias que usan como reservorio a los roedores tanto 

silvestres como sinantrópicos, teniendo como vector intermediario a diferentes especies de 

garrapatas y pulgas, de las cuales destacan Borrelia chilensis, R. typhi, R. felis y Bartonella 

henselae, además de otras especies sin identificar del género Rickettsia y Bartonella (Nowak, 

1999; Solís-Hernández et al., 2016, Moreno et al., 2019; 2020; Abarca et al., 2020). 

Para comprender como la biología de los hospedadores influye en la presencia y distribución 

de bacterias con potencial zoonótico, esta revisión tuvo como objetivos: 1) Describir la biología 

y las historias de vida de los roedores sinantrópicos R. norvegicus, R. rattus y M. musculus, así 

como las enfermedades relevantes en salud pública asociadas a ellos; y 2) Sintetizar el estado 

actual del conocimiento sobre los patógenos zoonóticos de los géneros Bartonella, Coxiella y 

Rickettsia, transmitidos por artrópodos vectores asociados a los mencionados roedores 

sinantrópicos. 

 

2. Metodología de la revisión bibliográfica 

En esta revisión se incluyeron artículos de todo tipo publicados en revistas científica de 

especialidad revisadas por pares, además de libros y capítulos de libros relacionados con las 

tres bacterias transmitidas por ectoparásitos de roedores: Rickettsia, Bartonellla y Coxiella. La 
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búsqueda de información se realizó en buscadores de bases de datos en línea incluyendo Scielo 

(Scientific Electronic Library Online), PubMed, Google Académico, Scopus y Web of Science 

(WOS), utilizando las palabras clave: Rattus rattus, Rattus norvegicus, Mus musculus, Ecology, 

Rat, Rat Urban, áreas rurales, silvestres, Chile, clase mundial, Roedores sinantrópicos, 

Hospedador, Humano, Ectoparásitos, Zoonosis, Reservorio, Biología, Epidemiología, 

combinando cada una con las principales palabras claves (Bartonella, Coxiella y Rickettsia), 

solo con las otras palabras o combinándolas con “OR” y/o “AND”. Se incluyeron en la revisión 

todos los artículos científicos publicados desde el más antiguo encontrado en 1945 hasta el 

primer trimestre de 2023. 

Luego de investigar las palabras clave, se analizaron los títulos, se inició la lectura de los 

resúmenes y manuscritos completos y comenzó la revisión bibliográfica. Se seleccionaron los 

artículos de respectivos intervalos de años de publicación que componen este estudio (Tabla 1).  

Tabla 1. Temas revisados y respectivos intervalos de años de publicación. 

Temas Año de publicación  

Historia de vida de roedores sinantrópicos 1945 - 2020 

Fuentes ambientales que afectan a las poblaciones  

de roedores sinantrópicos: clima y estación 

1953 - 2010 

Entorno urbano y rural asociado con la presencia de 

roedores y enfermedades 

1987 - 2023 

Principales enfermedades zoonóticas  

transmitidas por roedores 

1981 - 2023 

Rickettsiae, Bartonella y Coxiella burnetii  

a nivel mundial 

1935 - 2023 

Roedores como hospedadores de ectoparásitos vectores  

de enfermedades en Chile 

1965 - 2023 

Conclusiones  2004 - 2017 

 

3. Desarrollo 

3.1 Historia de vida de roedores sinantrópicos 

Dentro de los mamíferos, los roedores (Rodentia) son el orden más rico en especies, 

actualmente con 2280, lo que equivale al 42% de las especies de mamíferos descritos (Luis et 
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al., 2013; Sahley et al., 2015). Además, representan uno de los grupos de mamíferos con la más 

amplia distribución a nivel mundial (Meerburg et al., 2009). Estos poseen la mayor diversidad 

de especies plaga con una amplia gama de impactos en la vida humana, reflejado en la 

agricultura, áreas urbanas, ecosistemas, silvicultura, salud pública entre otros (Singleton et al., 

1999).  

De las especies sinantrópicas R. norvegicus, R. rattus y M. musculus, son las especies más 

comunes. Actualmente están distribuidas en todo el mundo, excepto en la Antártica y algunas 

islas oceánicas (Krystufek et al., 2016). Estas especies difieren en su capacidad de adaptación 

a los entornos urbanos (Gravinatti et al., 2020), lo que conlleva a diferencias en el impacto 

económico y de salud causados al humano (Costa et al., 2015).  

Podemos decir, que estas especies invaden ambientes silvestres, compitiendo y atacando 

especies nativas, y además modificando el ambiente físico. Corresponden a los mamíferos más 

problemáticos desde el punto de vista de la salud pública, debido a la amplia variedad de 

patógenos que transmiten al humano, lo que es favorecido por el estrecho contacto entre ambos 

(Himsworth et al., 2013). 

 

3.1.1 Origen y distribución de Rattus norvergicus, Rattus rattus y Mus musculus 

Rattus norvegicus es una especie nativa de China (Nowak, 1999; Song et al., 2014) siendo 

transportado a diferentes partes del mundo, debido al comercio con Europa durante el siglo 

XVIII (Vigne & Desse-Berset, 1995), llegando también a gran parte de América del norte y 

África (Nowak, 1999; Song et al., 2014), islas mediterráneas (Cheylan, 1984) e islas oceánicas 

(Abdelkrim et al., 2005). Esta especie tiene una preferencia por los climas fríos en las latitudes 

más altas de los hemisferios norte y sur. Cuando se encuentra en regiones más cálidas y 

tropicales, se restringe a hábitats altamente modificados por el humano como son las 

alcantarillas, edificios, puertos, etc. (Ruedas, 2016).  

Rattus rattus es una especie nativa del subcontinente indio, pero ha colonizado la mayoría de 

los continentes e islas producto de los movimientos humanos y el comercio internacional 

(Drake & Hunt, 2009). Existe aún controversia sobre su origen. Nowak (1999) postula que es 

originario de Malasia, mientras que Musser & Carleton (2005) indican su origen en la India. 

Sin embargo, estudios más recientes, como el de Aplin et al. (2011) y Baig et al. (2019) exponen 

la existencia de diversos linajes, cuyos orígenes geográficos están en el sur y sureste de Asia, 

https://bioone.org/journals/journal-of-vertebrate-biology/volume-69/issue-2/jvb.20014/Genetic-diversity-and-origins-of-invasive-black-rats-Rattus-rattus/10.25225/jvb.20014.full#bibr15
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donde la especie exhibe su mayor diversidad genética. En cuanto a su preferencia por el clima, 

algunos datos indican que R. rattus es capaz de adaptarse a condiciones climáticas 

extremadamente frías y adversas (Grzimek, 2003; Pye et al., 1999). 

Por otro lado, se estima que la llegada de M. musculus al continente americano ocurrió en el 

siglo XVII (Lobos et al., 2005). Encontrado originalmente en Europa y Asia, es adepto a las 

áreas continentales y costeras, tropicales y templadas. Actualmente esta especie se encuentra 

distribuida por todo el mundo, generalmente asociados a viviendas humanas (Battersby et al., 

2008; Vadell et al., 2014). De las tres especies, M. musculus es la más cercana al ser humano, 

por lo que no es tan común encontrarlas en áreas naturales (Macholán, 1999; Lobos et al., 2005). 

 

3.1.2 Aspectos biológicos y morfológicos 

Debido a varios aspectos de su biología, como, una tasa de reproducción rápida, alimentación 

omnívora, grandes camadas y plasticidad en su comportamiento, es natural que los roedores (R. 

norvegicus, R. rattus y M. musculus) sean capaces de vivir en diversos territorios, adaptándose 

con éxito a entornos urbanos, rurales y silvestres (Whisson et al., 2007; Vadell et al., 2014, 

Iannucci et al., 2018). 

Respecto a su morfología, la principal diferencia entre R. norvegicus y R. rattus es el tamaño 

de la cola, ya que el R. rattus tiene una cola más grande que el cuerpo (Figura 1). Las tres 

especies son fieles a los lugares donde se asientan y en el caso de Rattus spp., tienen rangos 

familiares restringidos. Por ejemplo, la dispersión está sesgada en las hembras de Rattus spp., 

mientras que en M. musculus es similar en ambos sexos (Gardner-Santana et al., 2009; Davis 

et al.,1948; Oyedele et al., 2015; Combs et al., 2019; Richardson et al., 2023). 
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Figura 1. Comparación de largo de cuerpo y de cola de las especies de roedores urbanos 

(Extraído desde Bonnefoy et al., 2008). 

El tamaño y la proporción de sus partes del cuerpo presentan diferencias en estas especies. Para 

poder reconocerlas de una manera más adecuada, los individuos adultos de R. norvegicus son 

apreciablemente más grande que los R. rattus, aunque también puede haber diferencias entre 

poblaciones de cada especie (Feng & Himsworth, 2014). En principio, las ratas de áreas rurales 

tienden a ser más pequeñas y alcanzan la madurez sexual un poco más tarde que las ratas de 

áreas urbanas (Feng & Himsworth, 2014). En un estudio con poblaciones de R. norvegicus 

provenientes de áreas urbanas y rurales de Baltimore, Estados Unidos, se determinó que en las 

áreas urbanas alcanzan pesos hasta de 625 y 649 g, mientras que en las áreas rurales llegaron 

entre 450 y 474 g (Davis, 1949).  

Las tres especies alcanzan su madurez sexual a una edad distinta, los R. norvegicus entre 65-

110 días, R. rattus entre 30 y 110 días y M. musculus entre 55 y 80 días. Siendo el período de 

gestación de 21 días en promedio para las tres especies. Las crías de R. norvegicus y R. rattus 

varían entre 6 a 12 por camada y de M. musculus hasta 7 crías por camada (2 a 7; Nowak, 1999; 

Berdoy & Drickamer, 2007; Oyadele et al., 2015). 

En ambientes urbanos, ciertas condiciones son favorables para la reproducción, esta situación 

se percibe durante todo el año con una expectativa de hasta 5 camadas por año (Davis, 1953; 

Tamarin & Malecha, 1972). La reproducción es totalmente dependiente de la disponibilidad de 
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recursos, que a su vez depende del medio ambiente y la densidad de población (Marsh, 1994). 

Es importante señalar que el número de camadas está relacionado con el tamaño y la madurez 

de la hembra (Davis, 1951; Perry & Fetherston, 1997). 

La rápida maduración y la reproducción frecuente conllevan a que las infestaciones de ratas 

pueden salirse de control si el entorno es favorable. Pueden ocurrir períodos de reproducción 

intensiva, continuando con un período de "descanso" (Perry, 1945). Un factor incidente, son las 

fluctuaciones estacionales y la disponibilidad de alimentos. Es posible que la densidad 

poblacional se mantenga estable entre temporadas, pero la estructura poblacional puede verse 

afectada, pudiendo observarse que la proporción de individuos inmaduros en primavera y 

verano es mayor, mientras que las hembras maduran y quedan preñadas en otoño (Nowak, 1999; 

Himsworth et al., 2014). En regiones con climas templados, existe una variación en las 

actividades reproductivas, este hecho se ha asociado con estas estaciones, observándose un pico 

reproductivo entre primavera y otoño y una disminución en invierno (Davis, 1953; Margulis, 

1977; Tamarin & Malecha, 1972). En regiones de climas tropicales, existen variaciones 

estacionales en las que la actividad reproductiva es menor (Davis, 1953; Tamarin & Malecha, 

1972). Por tanto, la estacionalidad reproductiva interfiere directamente en la fisiología de las 

ratas (Perry, 1945). Además, la edad reproductiva está relacionada con la tasa de fecundidad 

entre las hembras jóvenes y las adultas, ya que las hembras grandes y maduras pueden 

reproducirse a una tasa constante, de al menos una camada por estación (Davis, 1953). 

El tamaño de la población de estos roedores está influenciado por factores ambientales (Davis, 

1953; Margulis, 1977). No obstante, los cambios climáticos también pueden afectar la dinámica 

poblacional (Davis & Christian, 1956). Este fenómeno, conocido como dinámica poblacional, 

se refiere a los cambios en el tamaño de una población a lo largo del tiempo. Por ejemplo, los 

cambios naturales en el tamaño de la población pueden ser el resultado de la supervivencia de 

los jóvenes, independientemente de las tasas de reproducción (Vadell et al., 2010). En resumen, 

varios factores, incluidos los ambientales y climáticos, pueden influir en la dinámica 

poblacional de los roedores, lo que subraya la complejidad de su ecología y comportamiento. 

Las tres especies de roedores tienen vida relativamente corta en condiciones naturales con una 

duración de aproximadamente un año y un máximo de 3 años (Davis, 1953). Se estima que 

menos del 5% de los individuos llegan a vivir un año en condiciones naturales (Greaves, 1984). 

La tabla 2 presenta las características y comportamiento de las principales especies de roedores 

sinantrópicos comensales, como Peso, Contextura corporal, Longitud, Cuerpo + cabeza, Cola, 
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Orejas, Hocico, Forma de las heces, Hábitat, Habilidades físicas, Rango de hogar, 

Alimentación, Neofobia, Huellas de tránsito, Gestación, Camada / Año, cachorros/ Camada, 

Edad de destete, Edad de madurez sexual y Esperanza de vida promedio. 

Tabla 2- Características y comportamiento de las principales especies de roedores sinantrópicos 

comensales. 

Características y 

comportamiento 

Rattus norvegicus Rattus rattus Mus musculus 

Peso (g)  140 - 500 115 – 350 12 - 30 

Contextura corporal Robusto Delgado Delgado 

Longitud  

cuerpo + cabeza (mm) 

195 - 245 115 – 205 65 - 95 

Longitud Cola (mm) 120 - 215 160 – 225 60 - 105 

Orejas Relativamente 

pequeñas, 

generalmente 

sobresalen poco del 

pelaje: 20 mm a 23 

mm 

Grandes y 

prominentes, delgadas, 

lampiñas: de 25 mm a 

28 mm 

Grandes para el 

tamaño del animal: 

10 mm 

Hocico Achatado Aguzado Aguzado 

Forma de las heces En forma de cápsula 

con extremos romos 

Fusiformes En forma de 

varilla 

Hábitat Madrigueras y 

galerías en sótanos, 

orillas de río, 

vertederos, interior 

de las instalaciones, 

más comúnmente 

fuera de la casa 

Revestimientos, áticos, 

trasteros, silos y 

almacenes; pueden 

vivir en árboles, más 

común dentro del 

hogar 

Dentro de 

muebles, 

despensas, 

gabinetes, 

generalmente 

dentro de la casa 
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Habilidades físicas Nadador habilidoso, 

también es hábil 

cavando hoyos en el 

suelo 

Escalador habilidoso. 

Rara vez cava hoyos 

Escalador 

habilidoso. Puede 

cavar madrigueras 

Rango de hogar Aproximadamente 

50 m2 

Aproximadamente 60 

m2 

Aproximadamente 

de 3 m2 - 5 m2 

Alimentación Omnívoro, prefiere 

cereales, carnes, 

huevos y frutas 

Omnívoro, preferencia 

por verduras, frutas y 

cereales 

Omnívoro, 

preferencia por 

granos y semillas. 

Neofobia Presenta neofobia 

marcada en lugares 

con poco tráfico. 

Presentan neofobia 

marcada 

Tienen un hábito 

exploratorio 

(neofilia). 

Huellas de transito Cerca del suelo, 

cerca de las paredes, 

en forma de 

manchas de grasa. 

Forman senderos en 

el suelo que 

provocan el desgaste 

de la vegetación. 

Presencia de huellas, 

heces y pelos. 

Manchas de grasa 

junto al techo de 

madera, tubos y 

cables. Presencia de 

pelos y heces 

Son difíciles de 

ver, pero se 

pueden ver 

manchas de grasa 

cerca de los 

zócalos, paredes y 

agujeros por donde 

pasan 

Gestación (días) 22 20 – 22 19 - 21 

N° Camadas / Año 8 - 12 4 – 8 5 - 6 

N° Crías / Camada 7 - 12 7 – 12 3 - 8 

Edad de destete (días) 28 28 25 

Edad de madurez sexual 

(días) 

65 - 110 30 – 110 55 - 80 

Esperanza de vida 

promedio (meses) 

12 - 32 12 – 32 12 - 32 

Fuente: National Center for Epidemiology (Cenepi) of the National Health Foundation (FUNASA), (2002).  
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3.1.3 Conducta alimentaria 

Las tres especies son omnívoras: R. norvegicus prefiere cereales, carnes, huevos y frutas; R. 

rattus prefiere verduras, frutas y cereales y M. musculus muestra preferencia por granos y 

semillas (Clapperton, 2019). A pesar de esto, las ratas (R. norvegicus y R. rattus) son especies 

oportunistas, las cuales se alimentan de acuerdo con la disponibilidad de alimentos (Traweger 

& Slotta-Bachmayr, 2005). Tienen la costumbre de repetir los caminos para ir a alimentarse, 

formando senderos, los cuales son visibles. Un detalle fisiológico interesante es que estos 

animales no vomitan, debido a la posición anatómica de su glotis. Las ratas (R. norvegicus y R. 

rattus) y los ratones (M. musculus) prefieren los alimentos frescos y desprecian los alimentos 

estropeados, en fermentación o ácidos. Sus necesidades de agua varían según la especie y el 

tipo de dieta que tengan (National Health Foundation, 2002).  

En ambientes urbanos, estas especies se encuentran dentro de casas, en bodegas e industrias, en 

plazas, parques y lotes baldíos, donde hay disponibilidad de alimento, acumulación de basura, 

disponibilidad de madrigueras y vegetación (Vadell et al., 2010; Oyadele et al., 2015). En 

ausencia de recursos naturales como fuente nutricional, se observa que los desechos se 

reemplazan como estándar dietético para R. rattus y R. norvergicus (Glass et al., 1988; 

Traweger & Slotta-Bachmayr, 2005). La dieta de estas ratas está determinada por el volumen 

de las comidas. Estas diferencian entre trozos pequeños de comida (migas, harina, trigo, etc.) 

los cuales no tienen problemas en consumir en el lugar en que haya sido encontrado, a diferencia 

de los trozos más grandes, que tienden a transportarse a un área aislada para su consumo sin 

interrupciones (Barnett & Spencer, 1951; Whishaw & Whishaw, 1996). A las ratas no les gustan 

las áreas abiertas y buscan alimentarse bajo los techos de las construcciones (Barnett & Spencer, 

1953; Barnett, 1956; Takahashi & Lore, 1980), a excepción de las ratas dominantes, que 

consumen comida sobre el techo (Whishaw & Whishaw, 1996).  

Las ratas son generalmente nocturnas y la mayoría de las veces comen justo antes o al atardecer 

(Barnett & Spencer, 1951). Al existir competencia con las ratas de mayor edad, las más jóvenes 

prefieren alimentarse más temprano, para evitar conflictos con las mayores (Whishaw & 

Whishaw, 1996). Se ha demostrado que la lluvia y el clima desaniman a las ratas a salir al aire 

libre (Frantz & Comings, 1976; Whishaw & Whishaw, 1996), aunque la presencia de humanos 

no es un impedimento para que las ratas cambien sus patrones de comportamiento y 

alimentación (Takahashi & Lore, 1980; Whishaw & Whishaw, 1996). 
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3.1.4 Hábitos y comportamiento social 

Los roedores sinantrópicos tienen características de comportamiento en común, 

específicamente actividades predominantemente nocturnas; comienzan a buscar comida a las 

primeras horas del anochecer con un segundo período de incursiones antes del amanecer. Solo 

en casos de sobrepoblación o peligro se les ve durante el día (National Health Foundation, 

2002).  

Rattus norvergicus a su vez, cohabita con los seres humanos, esta especie prefiere lugares 

abandonados, utilizándolos de refugio (Childs et al., 1998; Kosoy et al., 1998) o crean su refugio 

cavando. La evidencia actual indica que la presencia de suelo natural es un fuerte aliado de las 

poblaciones de R. norvegicus (Cavia et al., 2009) y son raras en áreas con poco suelo (Traweger 

& Slotta-Bachmayr, 2005). Rattus rattus, por otro lado, puede trepar verticalmente con gran 

facilidad, y es común encontrarla en edificios (Cavia et al., 2009). Son ratas astutas, 

aprovechando huecos de árboles o grietas, así como nidos elaborados por otras especies. Los 

nidos construidos en árboles pueden estar ubicados entre 150 y 230 cm del nivel del suelo, para 

cuya construcción utilizan ramas y hojas de árboles que suelen tener dimensiones de 17 x 25 

cm (Borroto-Páez, 2013). Mus musculus puede habitar en grietas o muros de piedra, aunque 

puede construir madrigueras en suelos blandos. Las madrigueras son cortas con un túnel de 

aproximadamente 2,5 centímetros de diámetro que se extiende unos 30 cm o más con una o 

varias curvas, terminando en una cámara circular de unos 15 cm de diámetro. Sin embargo, 

algunas madrigueras pueden ser más complejas, con varias cámaras y varias salidas (Berry, 

1970). 

Los roedores del género Rattus son muy precavidos y desconfiados, evitando el contacto con 

objetos o alimentos recién introducidos en su territorio (neofobia). Estos esperan que los 

miembros menos cautelosos entren en contacto con ellos y si no hay peligro evidente, se 

acercan. Esto se puede diferenciar con los ratones, los cuales son menos cautelosos e incluso 

curiosos (neofilia) con cualquier situación que haya surgido en su territorio, identificándola y 

acercándose. En caso de peligro inminente, la conducta de escape se extiende a lo largo de la 

cadena en la colonia, sin que todos perciban la causa real de la amenaza, siempre que un primer 

animal perciba el peligro e inicie el movimiento de escape, siendo luego imitado por los demás 

(National Health Foundation, 2002; Mills, 2010; Breed & Moore, 2011).  

El tamaño de las colonias o agrupaciones siempre varía conforme al ambiente. Tanto los 

machos como las hembras se dividen en dominantes (en edad reproductiva) y dominados (muy 
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jóvenes o viejos) para las tres especies. Los individuos dominantes son más fuertes, más 

inteligentes y agresivos, habiendo ganado preferencia en el acceso a la comida, la elección de 

pareja de apareamiento y mejores refugios, mientras que el resto quedan, instalándose en la 

periferia del territorio. Mus musculus forman pequeñas colonias, generalmente compuestas por 

algunas familias o parejas, mientras que el género Rattus no escatima en el número de 

individuos que puede agregar. Si bien, entre M. musculus y R. rattus se produce competencia, 

predomina generalmente la especie R. norvegicus, por ser más grandes y agresivas (Arnal 

Martín, 2021).  

Las colonias de la misma especie también compiten entre sí. En algunos casos de 

sobreabundancia de alimentos, puede haber coexistencia entre diferentes especies en una misma 

zona, aunque sus territorios estén segregados (Colo et al., 2007).  

 

3.1.5 Interacciones sociales 

Rattus norvegicus y R. rattus tienden a formar grupos sociales y familiares, rechazando las 

amenazas por parte de otros no emparentados a sus grupos, expulsándolos o matándolos (Davis, 

1948; Granjon & Cheylan, 1989). Rattus rattus puede tener dos o tres hembras dominantes pero 

subordinadas al macho dominante (Fitte, 2019). Por su parte, M. musculus vive en pequeños 

grupos con un macho dominante y unas 10 hembras y sus crías. Estos grupos de M. musculus 

habitan en un territorio el cual es defendido por el macho dominante (Benavides & Guénet, 

2003). Aunque vive en sociedad, carecen de un comportamiento en equipo (Inglis et al., 1996). 

Por otra parte, las ratas a menudo ignoran a otros miembros de su colonia, sin embargo, esta 

situación no ocurre cuando se aparean o duermen en grupos (Barnett & Spencer, 1951). Las 

peleas son relativamente comunes y es más probable que ocurran disputas por una hembra en 

celo que por los recursos alimenticios (Barnett & Spencer, 1951; Ziporyn & McClintock, 1991). 

también está descrito que aumento de la densidad de población y disminución del acceso a 

recursos aumentaría la ocurrencia de agresiones (Whishaw & Whishaw, 1996). 

Un papel importante en la conducta social de las ratas es la jerarquía en sus grupos sociales o 

familiares. Existe una diferencia entre ratas subordinadas a ratas dominantes, la cual muchas 

veces se evidencia por el peso de estos, esta característica morfológica genera que en los 

enfrentamientos las ratas de menor peso tomen actitudes sumisas que incluyen retiradas para 

evitar cualquier agresión (Segura & Gutiérrez, 2006). Esta situación no se ve en las hembras, 
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ya que en ellas el peso no es un factor determinante (Ziporyn & McClintock, 1991). Esto puede 

tener un impacto en el control de la natalidad (Storer & Davis, 1953), ya que el estatus social 

de la población en la jerarquía poblacional determinará su acceso a los recursos y asociados 

(Marsh, 1994; Orgain & Schein, 1953; Whishaw & Whishaw, 1996; Ziporyn & McClintock, 

1991).  

Cuando se trata de competencia interespecífica, el tamaño importa dado que R. norvegicus es 

un poco más grande y agresivo. Se ha observado que la invasión de R. rattus u otros 

especímenes del mismo género los obliga a retirarse de sus nidos, provocando que se refugien 

en terrenos más altos, lo cual impide acceso a varios recursos del suelo (Barnett & Spencer, 

1951; Nagorsen, 2005; Nowak, 1999).  

En esta perspectiva, R. norvegicus se mueven en lados opuestos de R. rattus cuando estas dos 

especies coexisten. Incluso se ha observado que R. rattus son marginadas y se encuentran solo 

cortos periodos de tiempo en los puertos, donde hay mayor presencia de R. norvegicus (Barnett 

& Spencer, 1951). Ratttus rattus han sido declaradas en peligro de extinción en varios lugares, 

debido a la agresividad de R. norvegicus (Lund, 1994). 

 

4. Fuentes ambientales que afectan la distribución de las poblaciones de roedores 

sinantrópicos: clima y estación 

El clima es un factor muy importante, afecta y puede regular la abundancia y distribución de 

una especie específica. Por ejemplo, la lluvia, se podría considerar uno de los factores 

climáticos más importantes que afectan a los roedores de manera indirecta, a través de la 

efectividad de la disponibilidad de recursos alimentarios (Feliciano, 2002). La influencia de las 

variables climáticas en la dinámica poblacional de las especies ha sido el foco de varios estudios 

(Lima et al., 2008; Previtali, 2009, 2010). 

Los factores climáticos tienen una fuerte influencia relacionada con la distribución global de R. 

norvegicus, R. rattus y M. musculus, especies que prefieren climas templados y tropicales 

(Cavia et al., 2009), sobre todo porque las temperaturas impactan directamente en los 

comportamientos reproductivos (Davis, 1953; Margulis, 1977; Tamarin & Malecha, 1972). Por 

ejemplo, en el invierno, las adversidades que el clima crea hacen que las ratas busquen refugios 

más cerrados y sea limitada la copula (Frantz & Comings, 1976). El crecimiento de las 

poblaciones de ratas urbanas está relacionado con la temporada de invierno, en contraste con el 
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de las ratas rurales. El aumento de las comunidades de ratas se debe a la falta de competencia 

entre ellas en el invierno, ya que el alimento es relativamente más fácil de obtener para los 

roedores (Glass et al., 1988). 

 

5. Entorno urbano y rural asociado con la presencia de roedores y enfermedades 

Las especies sinantrópicas son las más abundantes en entornos urbanos y periurbanos (Bradley 

& Altize, 2007; Evans, 2009). En una escala de paisaje más amplia, la expansión urbana 

modifica la estructura de las comunidades de roedores, favoreciendo las especies generalistas 

y sinantrópicas, en detrimento de los roedores silvestres nativos especializados (Bradley & 

Altizer, 2007; Faeth et al., 2005; Galbraith et al., 2015). 

El crecimiento de las ciudades en los últimos 70 años ha hecho que la pobreza urbana también 

aumente en los países en desarrollo. Este patrón de crecimiento de la pobreza urbana se 

evidencia por la creación de áreas suburbanas densamente pobladas debido al surgimiento de 

nuevas centralidades en las áreas de expansión y los centros tradicionales de la ciudad, en un 

rápido proceso de deterioro y abandono (Lanzafame & Quartesan, 2009). Esto facilita que se 

creen “parches urbanos”, heterogéneos dentro de las ciudades, dándole la posibilidad de tener 

un ambiente más adecuado para el establecimiento de ratas y ratones (Bardley & Altizer, 2007; 

Himsworth et al., 2013; Halliday et al., 2013). Otros factores, como la migración campo-ciudad, 

los cambios en el uso y tipo del suelo debido a la expansión urbana, impactan en la agricultura, 

la ganadería y las tierras deforestadas, contribuyendo a la aparición o el resurgimiento de 

enfermedades en las zonas rurales (Liu et al., 2016). Así, la dinámica de crecimiento urbano y 

la configuración de las ciudades generan una variabilidad significativa en la prevalencia de 

enfermedades no solo entre ciudades, sino también dentro de ellas (Liu et al., 2010; Taylor et 

al., 2008; Krojgaard et al., 2009).  

Por ejemplo, Randremanana et al. (2019) muestra cómo la mayor densidad urbana y agrupación 

espacial en los centros urbanos, afectó la concentración de casos de “Peste Negra”, una 

enfermedad causada por Y. pestis, transmitida por pulgas de rata (Randremanana et al., 2019). 

En este estudio, los autores investigaron si, además de la variación en el tipo de desperdicio, 

los cambios en el comportamiento de las ratas debido a variaciones climáticas o ecológicas 

también podrían haber aumentado el riesgo de contagio de Yersinia. Por otro lado, las 

variaciones encontradas dentro de las ciudades se han relacionado con una mayor prevalencia 
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en áreas con edificios mixtos comerciales y residenciales, como se observó en un estudio de 

prevalencia de Leptospira spp. en Kuching, Malasia (Blasdell et al., 2019).  

Al momento de elegir los ambientes urbanos, R. rattus prefiere hábitats con grandes volúmenes 

de vegetación y lugares altos para la construcción de sus madrigueras, como árboles junto a 

casas o techos de casas, a diferencia de R. norvergicus que prefiere los sistemas de drenaje y 

alcantarillado (Cox et al., 2000).  

El factor socioeconómico influye como fuente alimentaria, haciendo que, en lugares con un 

menor poder adquisitivo, estas sean más abundantes; viéndose afectadas de manera 

desproporcionada por infestaciones de ratas en comparación con las áreas más ricas de una 

ciudad (Easterbrook et al., 2005; Omodu & Ati, 2010). 

Dado que estos entornos (urbano y rural) ofrecen refugio, alimento y áreas de reproducción 

para roedores sinantrópicos, existe un aumento en la densidad de estas especies que pueden 

constituir un punto importante de enfermedades transmitidas por roedores (Dickman & 

Doncaster, 1987, Hassel et al., 2017). Una mayor abundancia y densidad de roedores favorece 

una mayor prevalencia y diversidad de parásitos y enfermedades, a su vez, una mayor 

frecuencia de infección en humanos (Parrish et al., 2008; Werden et al., 2014; Bordes et al., 

2015). 

 

6. Principales enfermedades zoonóticas transmitidas por roedores y vectores 

Se reconoce que los roedores hospedan muchas enfermedades zoonóticas, amenazantes para la 

salud humana, dichas enfermedades son causadas por virus, bacterias, hongos, helmintos y 

protozoos (Meerburg et al., 2009; Luis et al., 2013; Chaisiri et al., 2015; Han et al., 2015). 

Ejemplos de agentes zoonóticos transmitidos por roedores y sus ectoparásitos incluyen 

bacterias como Y. pestis, Borrelia burdgoferri, Leptospira spp., Bartonella spp., Orientia 

tsutsugamushi, entre otros (Loftis et al., 2006; Padovan, 2006; Labruna et al., 2007; Solís 

Hernández et al., 2016; Abarca et al., 2018). Entre los virus se encuentran los géneros 

Hantavirus, Arenavirus y Poxvirus. Por otro lado, entre los protistas destacan Toxoplasma 

gondii, Trypanosoma spp. y Leishmania spp. (Merburg et al., 2009). Estos patógenos se 

transmiten por una variedad de rutas: directamente por mordeduras, indirectamente de 

ambientes contaminados, como Leptospira y hantavirus y por artrópodos vectores, como pulgas 

que transmiten Y. pestis, algunas Bartonella spp. y Trypanosoma lewisi, triatominos que 
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transmiten Trypanosoma cruzi  y garrapatas que transmiten B. bugrdorferi, B. microti y algunas 

Bartonella spp., o por mosquitos, que transmiten el virus de la encefalitis equina venezolana 

(Deardorff et al., 2011; Tsai et al., 2011; Milocco et al., 2013). 

El constante contacto con seres humanos y las adaptaciones hechas durante el transcurso del 

tiempo en cuanto a las condiciones del entorno, hace que la probabilidad de transmisión de 

agentes patógenos hacia las personas sea más probable, independiente del grupo 

socioeconómico en el cual alguien se encuentre (Singleton et al., 1993; Moro et al., 1999; Han 

et al., 2015). Estas situaciones son provocadas por interacciones entre factores específicos del 

parásito: hospedador, inmunología, fisiología, distribución geográfica, así como características 

ambientales, que facilitan o impiden su desarrollo (Marshall, 1981; Krasnov, 2008; Linardi & 

Krasnov, 2013; Sánchez & Lareschi, 2018). 

Debido a la gran diversidad de enfermedades que transmiten los roedores del género Rattus, 

llegan a ser capaces de afectar de gran manera la economía (Stenseth et al., 2003; Singleton et 

al., 2010; John, 2014) además de impactar la biodiversidad (Lowe et al., 2000; Wyatt et al., 

2008). 

Entre los patógenos más conocidos y estudiados transmitidos por ectoparásitos de roedores, se 

encuentra la bacteria Y. pestis, agente causal de la plaga “Peste negra” o “Peste bubónica”, 

transmitida principalmente por la pulga Xenopsylla cheopis y que, a través de la historia, 

provocó tres pandemias, dejando cerca de 200 millones de fallecidos (Prentice & Rahalison, 

2007). En la actualidad, continúa siendo un problema cosmopolita importante en salud pública, 

produciendo anualmente epidemias en muchas partes del mundo, especialmente en África 

(Gage & Kosoy, 2005; Randremanana et al., 2019). Cabe mencionar otra enfermedad relevante 

transmitida por roedores, Hantavirus de Seúl que en humanos causa la fiebre hemorrágica y que 

se inició en los roedores asiáticos de la tribu Rattini, que tuvo repercusiones y se extendió a 

nivel global (Lin et al. 2012; Plyusnina et al. 2012). Por otro lado, la evidencia actual muestra 

que los ratones pueden ser portadores también del virus de la hepatitis E (HEV) en gran parte 

del mundo (Lack et al., 2012). Los anticuerpos HEV se descubrieron en ratas R. norvegicus y 

R. rattus en los Estados Unidos (Kabrane-Lazizi et al., 1999; Favorov et al., 2000; Purcell et 

al., 2011). En Japón, el HEV se detectó en el 32% de R. norvegicus y el 13% de R. rattus, los 

resultados sugirieron que HEV está circulando entre ratones rurales (Hirano et al., 2003). La 

detección de HEV en las heces de R. norvegicus tambien se descubrió en Alemania (Johne et 

al., 2012). 
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Borrelia burgdorferi, agente etiológico de la enfermedad de Lyme, una enfermedad de 

importancia mundial que ocasiona signos clínicos nerviosos graves ha sido identificada, 

mediante técnicas moleculares, en R. rattus (17,2%) y M. musculus (42,5%), capturados en los 

municipios rurales de Opichén y Tixméhuac, México (Solís-Hernández et al., 2016). Este 

hallazgo indica que los roedores podrían participar en el inicio de la propagación de esta bacteria 

entre los habitantes de la región, especialmente en comunidades rurales. Un ejemplo de esto 

sucedió en la isla de Madeira, Portugal, donde Rattus logró propagar la Borreliosis (Matuschka 

et al., 1994). 

Los ratones y otros animales transmiten diferentes serovares de Leptospira (Mwachui et al., 

2015). Leptospira interrogans y Leptospira kirschneri se encuentran entre las especies 

patógenas pertenecientes al género Leptospira que pueden causar leptospirosis (Torres-Castro 

et al., 2016a), presumiblemente la enfermedad con mayor importancia zoonótica a nivel 

mundial, endémica en la mayor parte del territorio nacional (Torres-Castro et al., 2016a). 

Muchos de los casos de leptospirosis reportados en humanos tienden a presentar síntomas leves 

o asintomáticos y en situaciones raras, progresan a trastornos pulmonares, hepáticos y/o renales 

con posibles riesgos de colapso cardiovascular (Bharti et al., 2003). En Europa, los casos de 

leptospirosis son estables (Dupouey et al., 2014). Desde el 2007 a 2015, se confirmaron entre 

439 y 966 casos por año (ECDC, 2016). En Latinoamérica, L. interrogans y L. kirschneri fueron 

encontradas mediante técnicas moleculares en tejido renal de R. rattus y M. musculus 

capturados en una comunidad rural de Yucatán (Torres-Castro et al., 2014; Torres-Castro et al., 

2016b). 

En una investigación realizada en granjas de gallinas ponedoras en Japón se demostró la 

participación de R. rattus en la epidemiología de Salmonella (Lapuz et al., 2008). Un total de 

113 (13,3%) y 158 (18,6%) de las 851 ratas examinadas fueron positivas para S. enteritidis y S. 

infantil, respectivamente (Lapuz et al., 2008). Salmonella typhimurium enterica se aisló del 

contenido intestinal de R. rattus y R. norvegicus capturadas en la ciudad de Yokohama, Japón 

(Yokoyama et al., 2007). Un estudio experimental sobre la transmisión y contaminación de 

Salmonella en R. rattus infectadas de granjas en Japón encontró que las ratas silvestres pueden 

portar como transmitir Salmonella a través de sus heces (Umali et al. 2012). 

Entre otros patógenos que son transmitidas por roedores, el T. gondii es un parásito de 

distribución cosmopolita, causante de la toxoplasmosis. En Yucatán, Mexico, T. gondii se ha 

reportado tanto en humanos como en animales domésticos y silvestres (Hernández-Cortazar et 



21 
 

al., 2015). Este parásito zoonótico ha sido identificado mediante técnicas moleculares en el 

tejido renal de M. musculus y R. rattus capturados en la comunidad de Molas, México (Torres-

Castro, 2017). Una característica importante es la incapacidad de los roedores de excretar las 

etapas infecciosas de T. gondii, sin embargo, estos participan en el ciclo de transmisión al ser 

presas de gatos domésticos y silvestres, los cuales son hospedadores finales de T. gondii 

(Torres-Castro et al., 2016). 

El potencial zoonótico de los roedores se ha evidenciado también con estudios que muestran la 

circulación de Cysticercus fasciolaris, estado larvario de Taenia taeniaeformis parasitando 

roedores sinantrópicos capturados en varias localidades de Yucatán (Rodríguez-Vivas et al., 

2011; Panti-May et al., 2015b). Este parásito (T. taeniaeformis), no solo tiene la capacidad de 

afectar accidentalmente a los seres humanos, sino también a otros animales domésticos como 

gatos y perros, que viven en las cercanías de poblaciones humanas. La presencia de helmintos 

en roedores comunes ha sido demostrada como un riesgo significativo para la salud pública en 

investigaciones a nivel global (Hancke, 2016). Estudios adicionales han respaldado esta 

preocupación, incluyendo investigaciones en América del Norte, Europa y América del Sur. 

Estos trabajos han subrayado la importancia de comprender y controlar la fauna de helmintos 

en roedores comunales debido a su potencial impacto en la salud humana y la salud de los 

animales domésticos, como gatos y perros, que conviven en entornos urbanos (Riquelme, 2019; 

Gliga et al., 2020; Panti-May et al., 2021).  

Otros helmintos como los Hymenolepididos son más frecuentes en humanos. Los roedores 

también son parte del reservorio de Trichinella spiralis y de Echinococcus multilocularis. Estos 

últimos son helmintos muy relevantes por la frecuencia en humanos como por la gravedad del 

cuadro clínico (Robinson & Dalton, 2009; Otranto & Eberhard, 2011). 

Siguiendo el objetivo de esta revisión, la siguiente información se centrará y profundizará 

diferentes aspectos biológicos y etológicos de las siguientes bacterias: Bartonella, Rickettsia y 

Coxiella. 

 

7. Bartonellla, Coxiella burnetii y Rickettsiae en todo el mundo 

        7.1 Bartonella 

Bartonella spp. son bacterias gran negativas intracelulares transmitidas por vectores que 

infectan una amplia gama de mamíferos. Entre ellos los roedores se describen como importantes 
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reservorios de Bartonella (Ying et al., 2002; Favacho et al., 2015; Gonçalves et al., 2016) y los 

ectoparásitos (Pulgas, ácaros, piojos) en diferentes partes del mundo serían los vectores (Mada 

et al., 2023). 

 

Bartonellae se clasifican en el subgrupo alfa2 de la clase Alfaproteobacterias y se incluyen en 

la familia Bartonellaceae. Establecen un vínculo filogenético con el orden Rickettisiales, 

perteneciente al orden Rhizobiales (Brenner et al., 1993; Birtles & Raoult, 1996). El género 

Bartonella contiene más de 40 especies y subespecies, muchas de las cuales son capaces de 

producir enfermedades en humanos y tienen una amplia distribución geográfica (Tabla 3) 

(Billeter et al., 2012; Lopardo et al., 2016). 

Estas bacterias son responsables de un gran grupo de enfermedades infecciosas emergentes o 

reemergentes, con manifestaciones clínicas que varían según el tipo de infección involucrada y 

la situación inmunológica del paciente (Blanco & Raoult, 2005). Las Bartonellae establecen 

infecciones a largo plazo a través de un aparente doble nicho (infectando eritrocitos y células 

endoteliales) en reservorios de mamíferos con una estrategia silenciosa que evita su rápida 

eliminación por parte del sistema inmunológico del hospedero (Harms & Dehio, 2012; Núncio 

& Alves, 2014). 

En el ciclo de Bartonella, las pulgas se consideran actores claves debido a que albergan una 

gran diversidad de especies y cepas de Bartonella y demuestran una gran eficacia en la 

transmisión de estas bacterias entre roedores (Brinkerhoff et al., 2010; Morick et al., 2013a). 

En consecuencia, se ha sugerido que las pulgas no solo sirven como vectores, sino que 

representan reservorios adicionales para estas bacterias (Birtles, 2005; Deng et al., 2012). 

Algunos estudios han demostrado que otros vectores artrópodos, como garrapatas, pulgas y 

piojos, también están implicados en la propagación de la enfermedad entre los seres humanos 

(Mosbacher et al., 2011).  

 

Tabla 3. Especies de Bartonella asociadas o potencialmente asociadas a enfermedades en 

humanos, sus distribuciones y vectores. 

Agente Enfermedades Distribución Vectores * 

B. bacilliformis Enfermedad de Carrión América del 

Sur 

Flebotominos 

(Lutzomyia 

verrucarum) 
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B. rochalimaea Bacteremia, fiebre, lesiones 

cutáneas y esplenomegalia 

Perú Desconocido 

(posiblemente 

L. verrucarum) 

B. quintana Endocarditis, fiebre de 

trinchera, DAG, AB, peliosis 

hepático 

América del 

Sur, Europa, 

Estados 

Unidos, África 

Piojo humano 

(Pediculus humanus 

corporis), pulga de 

gato, pulga de jerbo, 

infección garrapata 

de Ixodes pacificus 

B. henselae DAG, manifestaciones 

oculares, encefalopatías, 

meningitis aséptica, 

hemiplejía aguda, demencia, 

síntomas psiquiátricos 

agudos, fiebre de etiología 

desconocida, abscesos 

hepatoesplénicos, 

bacteriemia asintomática, 

bacteriemia, osteomielitis, 

AB, peliosis hepática, 

eritema nudoso, otras 

lesiones cutáneas. 

América del 

Sur, Europa, 

Estados 

Unidos, África 

Pulga de gato 

(Ctenocephalides 

felis), garrapatas 

Ixodes ricinus, I. 

pacificus, 

Riphicephalus 

Sanguineus 

B. elizabethae Endocarditis Europa, 

Estados 

Unidos, Asia 

Pulgas de rata 

(géneros Rattus y 

Mus), pulgas de 

roedores salvajes 
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B. clarridgeiae DAG, sepsis, endocarditis Europa, 

Estados 

Unidos, Asia 

Pulgas de gato (C. 

felis), pulgas de 

roedores, 

ectoparásitos de 

perro (?), 

ectoparásitos de 

zorro (?) 

B. clarridgeiae-like Fiebre y esplenomegalia Perú Desconocido 

B. koehlerae Endocarditis, DAG EUA Pulgas de gato y 

roedores 

B. vinsonii subs. 

berkhoffii 

Endocarditis, atrialgia / 

mialgia / dolor de cabeza / 

fatiga 

Europa, 

Estados 

Unidos 

I. pacificus 

garrapatas, 

garrapatas de coyote 

(?), 

ectoparásitos de 

zorro (?) 

B. washoensis Fiebre y miocarditis Estados Unidos I. pacificus 

garrapatas, ardillas 

B. tamiae Fiebre Tailandia Desconocido 

B. grahamii Neurorretinitis Europa, 

Canadá, Asia 

Pulgas de rata, 

pulgas de otros 

roedores salvajes 

(?) 

B. doshiae DAG Europa Pulgas de rata 

(géneros Rattus y 

Mus) 

B. taylorii Desconocido Europa Pulgas 

jerbos y ratas 
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B. alsatica Desconocido Europa Desconocido 

B. bovis Desconocido Europa, 

África, 

América del 

Norte 

Garrapatas 

  * La transmisión de Bartonella spp. no se ha demostrado experimentalmente en humanos a través de 

garrapatas; DAG: enfermedad por arañazo de gato, AB: angiomatosis bacilar. (Adaptado y extraído de: 

Lamas et al., 2008). 

 

Se sugiere que la infección se produce a través de las heces de pulgas que contienen bacterias, 

y no por inoculación cuando consumen sangre (Foil et al., 1998; Finkelstein et al., 2002). El 

humano, además de poder adquirir la infección desde especies silvestres, también podría 

adquirir estas bacterias por el contacto estrecho con especies domésticas, como los gatos, ya 

que estos pueden ser reservorio de B. henselae, B. clarridgeiae y B. koehlerae (Barnafi et al., 

2017; Núñez et al., 2017; Armitano et al., 2018). Por otra parte, en perros se ha registrado a B. 

vinsonii subsp. berkhoffii, B. henselae, B. clarridgeiae, B. washoensis, B. elizabethae y B. 

quintana (Chomel et al., 2006).  

Los roedores se describen como importantes reservorios de Bartonella (Ying et al., 2002; 

Favacho et al., 2015; Gonçalves et al., 2016; Kosoy et al., 2012; Frank et al., 2018). Las ratas 

silvestres son los reservorios de B. grahamii, B. taylorii y B. doshiae (Heller et al., 1998).  

Se incluyen como agentes causantes de las manifestaciones clínicas humanas como la 

enfermedad de Carrión (Bartonella bacilliformis), en su fase febril (fiebre de Oroya) y tisular 

(verruga peruana), fiebre de trinchera (B. quintana), enfermedad por arañazo de gato (B. 

henselae) y angiomatosis bacilar (B. henselae y B. quintana). Se ha informado que el piojo del 

cuerpo humano, Pediculus humanus, es el vector predominante responsable de la transmisión 

de la fiebre de las trincheras causada por B. quintana (Foucault et al., 2006). Las infecciones 

causadas por B. baciliformis ocurren por la picadura de la hembra del mosquito Lutzomyia y 

son endémicas de Perú, Colombia y Ecuador, mientras que se han reportado casos esporádicos 

en Chile, Guatemala y Bolivia (Sanchez et al., 2012). Las bacterias febriles recurrentes, la 

endocarditis, la septicemia, las manifestaciones neurológicas, psiquiátricas, oftalmológicas, 

óseas y hematológicas también están asociadas con la infección por estos agentes (Kerkhoff et 

al., 1999; Welch et al., 1999; Kosoy et al., 2003; Fenollar et al., 2005; Eremeeva et al., 2007; 
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Probert et al., 2009; Oksi et al., 2013). Estas infecciones son más prevalentes en la población 

de personas sin hogar, las que estarían más expuesta al patógeno ya que aumentan la 

probabilidad de contagio al realizar actividades al aire libre (Brouqui et al., 2005; Kosoy et al., 

2008, 2010; Ying et al., 2012). 

Debido a las migraciones y los cambios en los hábitats humanos, los riesgos de enfermedad 

revelan cómo se manifiestan los patrones actuales de enfermedad. Tanto los roedores como los 

animales domésticos son fuentes de reservorios. Se ha encontrado evidencia actual de casos de 

Bartonella en animales domésticos y vida silvestre (Frank et al., 2018). En las regiones de 

América Central y América del Sur se encontró una alta prevalencia de Bartonella (67%) 

(Becker et al., 2018).  

 

7.2 Coxiella burnetii 

Coxiella burnetii es una bacteria zoonótica formadora de esporas intracelulares obligatoria 

(cocobacillus), que produce la enfermedad llamada Fiebre Q y puede variar desde 

seroconversión asintomática hasta casos febriles fatales en humanos (Schneeberger et al., 

2014). El género Coxiella pertenece al orden Legionellales, familia Coxiellaceae, formando 

parte del grupo Gamma Proteobacteria (Weisburg et al., 1989; Stein & Raoult, 1992; Seshadri 

et al., 2003). 

La principal vía de transmisión de infecciones en el ser humano es a través de aerosoles, el 

contacto directo con animales infectados o con sus productos como leche, orina, heces o 

placenta, siendo esta última donde el microorganismo alcanza mayor concentración. Sus 

esporas aerosolizadas son altamente resistentes a la desecación y a la luz y pueden llegar a 

grandes distancias (Fariñas & Collado, 2010; Muñoz-Sanz et al., 2007; Ruiz -Fons et al., 2010; 

Chitanga et al., 2018). 

La fiebre Q ha sido tradicionalmente una enfermedad de exposición ocupacional, especialmente 

entre agricultores, veterinarios y trabajadores de mataderos y su eliminación ocurre en los 

fluidos placentarios y amnióticos de rumiantes (Madariaga et al., 2003; Whitney et al., 2009; 

de Rooij et al., 2012). La transmisión de persona a persona es rara, sin embargo, puede ocurrir 

en trabajadores que están expuestos al agente frente a personas infectadas, como asistentes 

durante autopsias o infecciones en trabajadores de hospitales a través del contacto directo con 

el paciente (Angelakis & Raoult, 2010). 
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La fiebre Q ha provocado y sigue produciendo grandes brotes en muchas partes del mundo. 

Francia, España y Estados Unidos se consideran áreas endémicas, con casos esporádicos que 

ocurren, generalmente después de actividades consideradas en riesgo, como la agricultura y el 

sacrificio en matadero (Eldin et al., 2017). Entre 2007 y 2010 se presentaron los mayores brotes 

a nivel mundial en los Países Bajos con 4.026 casos humanos confirmados. En Holanda, se 

analizó el genoma y se identificó la cepa de cabra Coxiella burnetii NL3262, además de una 

especie de cepa humana crónica con características similares al mismo genotipo de análisis 

multilocus relacionado con el brote (Kuley et al., 2016). También se encontró seropositividad 

en pequeños rumiantes en estudios realizados en Portugal, en las Islas Canarias y Pakistán 

(Tejedor-Junco et al., 2016; Shabbir et al., 2016). Muestras como moco vaginal y leche de 

ganado vacuno y ovino fueron sometidas a PCR en los Estados Unidos, encontrando el ADN 

de C. burnetii (Bauer et al., 2016). 

Se han publicado muchos estudios sobre la presencia y propagación de la infección por C. 

burnetii en la vida silvestre, donde más de 40 especies de garrapatas se han encontrado 

infectadas de forma natural por la bacteria C. burnetii (Mantovani & Benazzi, 1953; Acha & 

Szyfres, 2003; Kazar, 2005). Los géneros Ixodes, Rhipicephalus, Amblyomma y Dermacentor 

se consideran los de mayor importancia en la transmisión vectorial a animales (Parola & Raoult, 

2001). Al menos siete especies de garrapatas duras y blandas, incluida Dermacentor andersoni, 

han sido vectores formalmente competentes de C. burnetii (Duron et al., 2015).  Pacheco et al. 

(2013) presentaron en un estudio de caso la confirmación de la infección natural por C. burnetii 

en Amblyomma spp. En un estudio experimental reciente, Körner et al. (2020) demostraron que 

las garrapatas duras europeas Ixodes ricinus y Dermacentor marginatus pueden infectarse 

después de ingerir sangre infectada y posteriormente excretar C. burnetii en las heces. Sin 

embargo, C. burnetii no se detectó en la sangre utilizada para alimentar especímenes infectados 

de I. ricinus y D. marginatus. Esto sugiere en particular que la transmisión por garrapatas puede 

ocurrir al inhalar o ingerir heces que contienen C. burnetii, en lugar de picaduras de garrapatas 

(Körner et al., 2020). 

Coxiella burnetti también es transmitida por otros artrópodos, como chinches, moscas y ácaros. 

Experimentalmente, los piojos y las pulgas también son susceptibles a la infección (Mantovani 

& Benazzi, 1953; Acha & Szyfres, 2003; Babudieri & Suzzi-Valli, 1951; Eldin et al., 2017; 

Varela-Castro et al., 2018; Zanatto, 2019). 
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En los animales, hay pocas manifestaciones patológicas asociadas con la infección por C. 

burnetii. La infección es subclínica, es decir, detectada por casualidad en abortos o 

malformaciones fetales, principalmente en cabras y ovejas (Vaidya et al., 2010; Agerholm, 

2013). Además, también pueden ocurrir placentitis, metritis, partos prematuros, partos de 

animales débiles, mortinatos e infertilidad materna, involucrando también la presencia de 

bacterias en órganos como el bazo, hígado y pulmón (Palmer et al., 1983). Sanchéz et al. (2006), 

demostraron que los abortos causados por C. burnetii en rumiantes son más comunes en las 

especies de cabras y ovejas que en las de bovinos. Las cabras infectadas experimentalmente 

con C. burnetii mostraron un 100% de abortos al final de la gestación. 

En el humano, la infección por C. burnetii es en la mayoría de los casos poco evidente, un 

síndrome seudogripal, neumonía atípica o hepatitis; puede considerarse autolimitante y pasar 

desapercibida  pero también puede derivar en complicaciones en la fase aguda de la enfermedad 

y progresar a una fase crónica, que ocurre en el 2% de los casos, pudiendo manifestarse como 

endocarditis, síndrome febril prolongado, meningoencefalitis, polineurorraiculitis, artritis, entre 

otras (Raoult et al., 2005; Parker et al., 2006; Betancur & Velez, 2006; Betancur & Munera, 

2012; Bloju et al., 2011). En la fase crónica afecta principalmente al sistema cardiovascular 

(Acha & Szyfres, 2003). La endocarditis es el síntoma más común que, si no se trata, puede 

provocar la muerte (Siciliano et al., 2008). 

Un estudio realizado en Zambia, detecto C. burnetii en perros domésticos y roedores que se 

encontraban en contacto con humanos (Chitanga et al., 2018). En Jordania, se llevó a cabo un 

estudio transversal de seroprevalencia y asociación de factores de riesgo de Coxiella, hallando 

una prevalencia de 24,2% de C. burnetii en la población analizada, asociada al consumo de 

leche cruda y ser propietario de ovejas, cabras y perros (Obaidat et al., 2019). Otro estudio 

serológico realizado en Tailandia encontró que el 12,6% de las muestras humanas analizada 

(661/83) fueron positivas (Doung-Ngern et al., 2017). 

7.3 Rickettsiae 

Otra enfermedad zoonótica importante transmitida por roedores son las rickettsiosis o 

enfermedades rickettsiales causadas por bacterias patógenas del género Rickettsia y Orientia, 

pertenecientes a la familia Rickettsiaceae y transmitidas por artrópodos vectores (Renvoisé et 

al., 2009). Rickettsia felis y R. typhi, son agentes etiológicos zoonóticos transmitidos por pulgas 

que infestan, entre otros animales, roedores, aves, gatos y, eventualmente, seres humanos. Estas 

bacterias se han detectado en muchas partes del mundo. En M. musculus y R. rattus ha sido 
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detectada mediante técnicas de diagnóstico molecular y serológico (Panti-May et al., 2015; 

Peniche-Lara et al., 2015) y en el municipio de Bolmay se informó que en los meses de mayo 

y junio del 2010 hubo un brote severo en seres humanos, desarrollando una endemicidad del 

patógeno (se refiere a la propagación gradual y sostenida de la presencia del patógeno en la 

población, lo que puede llevar a que la enfermedad se vuelva endémica en la región) (Ortiz -

Martínez, 2016). 

Las rickettsias son bacterias gramnegativas intracelulares obligatorias responsables de varias 

enfermedades conocidas como rickettsiosis, que desencadenan la fiebre manchada o maculosa 

y el tifus murino (Gillespie et al., 2008). A lo largo de los años, las rickettsias han sufrido varias 

reorganizaciones taxonómicas y según las revisiones realizadas sobre la taxonomía del grupo, 

el orden Rickettsiales incluye la familia Anaplasmataceae y la familia Rickettsiaceae, y esta 

última incluye dos géneros: Rickettsia y Orientia (Dumler et al., 2001).  

El género Rickettsia está compuesto por dos grandes grupos: grupo tifus (GT) y grupo fiebre 

maculosa (GFM) (Shpynov et al., 2018). Las rickettsias del GT, que incluye a R. typhi, agente 

del tifus endémico o tifus murino transmitido por pulgas y R. prowazekii, que causa el tifus 

epidémico transmitido por piojos, que se distribuye ampliamente en todo el mundo; el GFM 

incluye especies transmitidas por garrapatas duras, como Rickettsia conorii, el agente causante 

de la fiebre maculosa del Mediterráneo (Raoult et al., 1986) y R. rickettsii, comúnmente llamada 

fiebre manchada de las montañas rocosas o fiebre maculosa brasileña, es la rickettsiosis humana 

transmitida por garrapatas más patogénica del mundo y ocurre en las Américas (Venza & Nava, 

2011; Abarca & Oteo, 2014). Existen citas de esta Rickettsia en Argentina, Brasil, Canadá, 

Colombia, Costa Rica, Estados Unidos, México y Panamá, con casos fatales en varios de estos 

países (Dumler & Walker, 2005; Zinsser, 1935; Eremeeva & Dasch, 2000; Bechah et al., 2008; 

Labruna, 2009). Por último, el grupo que contiene O. tsutsugamushi, el agente etiológico del 

tifus de los matorrales (Merhej et al., 2014), exhibe características fenotípicas y moleculares 

únicas y fue reclasificada como Orientia tsutsugamushi (Tamura et al., 1995, Abarca et al., 

2018). El análisis de la secuencia completa del genoma sugirió la existencia de otro grupo 

dentro del género Rickettsia, llamado grupo de transición, que consiste en R. felis y R. akari 

(Gillespie et al., 2007), pero este grupo no es ampliamente aceptado (Merhej et al., 2011, 

Shpynov et al., 2015). 

Hasta principios del presente siglo, solo nueve especies de rickettsias en el GFM se 

consideraban patógenas para el humano. La fiebre maculosa causada por R. felis, ha sido 
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reportada en varios países, descrita por primera vez en Brasil en 1929, en São Paulo y, poco 

después, se informó en Río de Janeiro y Minas Gerais (Días & Martins, 1939), siendo identificada 

por PCR en Ctenocephalides sp. por Oliveira et al. (2002), en Tailandia por Parola et al. (2003), 

en Alemania por Richter et al. (2002) y México por Zavala-Velázquez et al. (2000). El agente 

se encontró simultáneamente en pulgas en los EE. UU. (Adams et al., 1990; Higgins et al., 

1994), México (Zavala-Velazquez et al., 2002), Brasil (Horta et al., 2005), Perú (Blair et al., 

2004), Uruguay (Venzal et al., 2006), España (Márquez et al., 2002), Nueva Zelanda (Kelly et 

al., 2004) y Gabón (Rolain et al., 2005). 

Con el advenimiento de las técnicas moleculares, son reconocidas más de 30 especies, entre las 

cuales al menos 15 causan diferentes enfermedades al ser humano (Rickettsia africae, Rickettsia 

akari, Ricketts australis, Rickettsia conorii, Rickettsia helvetica, Rickettsia aeschlimannii, 

Rickettsia honei, Rickettsia japonica, Rickettsia marmionii, Rickettsia mongolotimonae, 

Rickettsia parkeri, Rickettsia rickettsii, Rickettsia sibirica, Rickettsia slovaca). Con la 

excepción de R. akari y R. felis, transmitidas respectivamente por pequeños ácaros y pulgas 

(principalmente por la pulga del gato C. felis), todos los demás representantes de este grupo son 

portados por garrapatas (Bernabeu-Wittel & Segura-Porta, 2005). Si bien existen datos sobre la 

detección de R. felis vía PCR en garrapatas (Cardoso et al., 2006), aún no existe evidencia 

científica en la literatura de la transmisión de esta especie a humanos a través de garrapatas 

(Brouqui et al., 2004; Lopez -Velez et al., 2015; Mediannikov et al., 2015; Raoult & Roux, 

1997; Raoult et al., 2002; Sekeyová et al., 2001).  

Como se mencionó anteriormente, estas bacterias son transmitidas por vectores artrópodos, 

como garrapatas, ácaros, piojos, pulgas y también se ha demostrado la transmisión por aerosoles 

(Fleta Zaragozano, 2002; Abarca & Oteo, 2014). Los roedores, tanto silvestres como 

sinantrópicos, son hospedadores comunes de estos artrópodos, especialmente durante sus etapas 

adultas, convirtiéndose así en potenciales reservorios de bacterias del género Rickettsia 

(Gillespie et al., 2008; Schroeder et al., 2015; Walker, 2009; Thu et al., 2019; 

Kondethimmanahalli et al., 2019). Estas enfermedades se vuelven epidémicas en las 

poblaciones humanas, solo cuando hay una disminución en la población de los hospedadores 

naturales, haciendo que los vectores busquen otras fuentes de alimento, convirtiendo al humano 

en un hospedador accidental (Azad et al., 1997). 

Las rickettsias se multiplican en el punto de contacto con el artrópodo y suelen producir una 

lesión local. Penetran la piel o las membranas mucosas y se multiplican en las células 



31 
 

endoteliales de los vasos sanguíneos pequeños provocando vasculitis. Las características 

patogénicas de la enfermedad pueden provocar inflamación / disfunción vascular e incluso 

alteración de estas funciones. Hablando concretamente del tifus murino, los brotes suelen 

producirse en orden epidémico, especialmente en aglomeraciones ambientales en espacios 

cerrados que carecen de una higiene adecuada, lo que favorece la propagación de la enfermedad 

(Schroeder et al., 2017). 

Las pulgas pueden actuar como vectores de varias especies de Rickettsiae. En Leptospsylla 

segnis, especie común en ratas, se han detectado hasta siete especies de Rickettsia teniendo 

como la de mayor prevalencia a R. typhi (Loftis et al., 2006; Labruna et al., 2007). Rickettsia 

typhi se transmite principalmente por X. cheopis, pero también por otras especies de pulgas y 

artrópodos vectores (Christou et al., 2010; Peniche-Lara et al., 2015). En Echidnophagea 

gallinacea, pulga asociada a aves que también ha sido reportada en ratas, se ha aislado 

Rickettsia sp. la cual no ha podido ser identificada (Bowman, 2011).  

Rickettsia prowazekii, transmitida por el piojo del cuerpo (Pediculus humanus corporis), es el 

agente causal del tifus epidémico. Este microorganismo, similar al tifus en sus características a 

nivel epidémico, puede provocar la enfermedad en los seres humanos (Newton et al., 2022). 

Además del piojo del cuerpo, otro vector frecuente es C. felis, una pulga que se asocia 

comúnmente a animales de compañía, humanos y ratas. La presencia de ADN de R. prowazekii 

en pulgas no confirma necesariamente su capacidad para transmitir eficazmente la enfermedad 

y se requieren investigaciones adicionales para determinar la capacidad real de transmisión de 

Rickettsia sp.por parte de las pulgas, como C. felis (Massung et al., 2011). 

Se pueden observar garrapatas pertenecientes a diferentes géneros infectadas naturalmente por 

rickettsias del GFM (Amblyomma spp., Dermacentor spp., Haemaphysalis spp., Hyalomma 

spp., Ixodes spp., Rhipicephalus spp.) en diferentes partes del mundo (Parola et al., 2013). La 

bacteria puede transmitirse en cualquier forma evolutiva de la garrapata, ya sean larvas, ninfas 

o adultos, a través de picaduras. Esta transmisión se realiza a través de la garrapata que se 

adhiere a la piel y come durante 4 a 6 horas (Barros-silva et al., 2014).  

El agente R. felis se asoció con casos clínicos de fiebre manchada en pacientes en Texas (EUA), 

inicialmente sospechados de haber contraído tifus murino (Schriefer et al., 1994). Aunque la 

enfermedad en humanos causada por R. felis es clínicamente similar a la causada por R. 

rickettsii, se sospecha que el primer agente puede ser menos virulento (Brown & Macaluso, 

2016; Legendre & Macaluso, 2017). Clásicamente, R. rickettsii ha sido reconocida, desde 
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principios del siglo pasado, como responsable de la alta letalidad de los casos clínicos en 

humanos no tratados (Dias & Martins, 1939; Zavala-Velázquez et al., 2000). 

Tabla 4- Rickettsiosis humana documentada en el hemisferio occidental. 

Agente Enfermedad Artrópodos Distribución  Hospedadores 

vertebrados 

R. rickettsii Fiebre maculosa de 

las Montañas 

Rocosas, fiebre 

maculosa brasileña 

Garrapatas: 

Dermacentor variabilis, 

D. andersoni, 

Amblyomma 

cajennense, 

Rhipicephalus 

sanguineus, 

Haemaphysalis 

leporispalustris, 

Amblyomma 

aureolatum, 

Amblyomma mixtum, 

Amblyomma sculptum 

Estados Unidos, 

México, Canadá, 

Panamá, Colombia, 

Argentina, Brasil 

Desconocido 

R. akari Riquettsial pox Ácaros: Liponyssoides 

sanguineus 

Estados Unidos Ratones: Mus musculus 

R. feliz Fiebre maculosa 

transmitida por 

picadura de pulga 

Pulgas: Ctenocephalis 

felis 

Estados Unidos, 

México, Brasil, Perú 

Desconocido 

R. parkeri Fiebre africana 

transmitida por 

picadura de garrapata 

Garrapatas: Amblyomma 

maculatum, A. 

americanum, A.  

dubitatum, A. 

variegatum, 

Amblyomma ovale, 

Amblyomma tigrinum, 

Amblyomma triste. 

Estados Unidos, 

Brasil (Rio Grande 

do Sul), Uruguay 

Desconocido 

R. prowazii Tifus transmitido por 

piojos 

Piojos: Pediculus 

humanus corporis y 

Neohaematopinus 

sciuropteri. Pulgas: 

Orchopeas howardii 

Estados Unidos, 

Perú 

Humanos y ardillas 

voladoras: Glaucomys 

volans 

R. typhi Tifus murino Pulgas: Xenopsylla 

cheopis, C. felis y otras 

pulgas y piojos 

Estados Unidos, 

probablemente 

muchos países de 

América del Sur y el 

Caribe central 

Rattus sp. y Didelphis sp. 

   Fuente: Walker, 2004 (CONSULTA de especialistas OPAS/OMS sobre rickettsioses nas Américas). 
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En relación con la migración y la globalización, muchas regiones pueden manifestar altas tasas 

de incidencia de infecciones por rickettsias con manifestaciones clínicas en el sistema nervioso 

central (Preto & Gerais-Brasil, 2004; Quintero et al., 2012). Sin embargo, el diagnóstico ha sido 

bastante desafiante debido a que su manifestación clínica se presenta de forma inespecífica 

(Sekeyová et al., 2019). Las pruebas serológicas son la base principal para el desenlace del 

diagnóstico (Abdad et al., 2018). En las regiones de Asia y el Pacífico, la enfermedad puede 

causar insuficiencia orgánica múltiple con una tasa de letalidad de hasta el 70% sin un 

tratamiento específico y a menudo se descuida en áreas endémicas (Xu et al., 2017). En Turquía, 

debido al calentamiento global, los cambios ambientales y ecológicos, el aumento de garrapatas 

da como resultado la aparición y reemergencia de estas enfermedades zoonóticas (Inci et al., 

2016). 

La siguiente tabla muestra los principales síntomas y la distribución de la enfermedad en 

algunas regiones a través de la literatura actual. 

Tabla 5 - Descripción de principales patógenos transmitidos por vectores y su distribución 

geográfica.  

Rickettsiales 

Especies Síntomas Transmisión / situación Región Autor 

Orientia 

tsutsugamushi 

Insuficiencia 

multiorgánica 

grave 

Zonas endémicas Asia Pacífico Xu et al., 2017 

Orientia 

tsutsugamushi, 

Rickettsia spp.  

Número de 

enfermedades 

infecciosas nuevas 

y emergentes 

Mascotas y humanos Asia Robinson et al., 

2019 

Candidatus 

Rickettsia vini 

fiebre Transmitida por garrapatas 

Rickettsia vini n. sp. 

(Rickettsiaceae) 

Turquía Inci et al., 2016 

Rickettsia spp., 

Anaplasma, 

Ehrlichia, y genes 

TSA56 de 

Orientia 

tsutsugamushi. 

pruebas serológicas 

y análisis genéticos 

Pequeños mamíferos y 

garrapatas 

Provincias de 

Jiangsu y 

Jiangxi, China 

Lu et al., 2019 

Rickettsia 

rickettsii 

enfermedad grave y 

con riesgo de vida 

Transmitida por garrapatas  México Pieracci et al., 

2019 
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Un estudio realizado en el norte de México analizó el resurgimiento de R. rickettsii, una bacteria 

que supone un grave riesgo para la vida de personas y animales. Se encontró que el 69% de los 

perros analizados presentaron anticuerpos contra el grupo de rickettsias con fiebre maculosa, 

reportándose la mayor seroprevalencia en Baja California (12%), Coahuila (4%) y Sonora (4%). 

La estimación de la seroprevalencia en la población canina es importante, ya que contribuye 

significativamente a las campañas de salud pública con el fin de realizar intervenciones para 

reducir los casos de esta enfermedad en humanos (Pieracci et al., 2019). La diversidad y 

apariencia de la infección por rickettsias en humanos y animales se analizó en un estudio en las 

provincias de Jiangsu y Jiangxi, China (LU et al., 2019). Se recolectaron muestras de 134 

pacientes con síntomas febriles, 173 roedores y 43 musarañas, así como 358 garrapatas. Los 

resultados del estudio mostraron que la prevalencia de la infección por rickettsia en humanos y 

animales era alta (valores) en ambas provincias y que la especie de rickettsia identificada con 

mayor frecuencia era Rickettsia japonica. Además, se encontró que la infección por rickettsia 

en humanos y animales estaba relacionada con la presencia de garrapatas, lo que sugiere que 

las garrapatas son un vector importante de transmisión de enfermedades en la región estudiada 

(Lu et al., 2019). 

 

8. Roedores como hospedadores de ectoparásitos vectores de enfermedades/bacterias en 

Chile. 

Como se mencionó anteriormente, los roedores son reconocidos como hospedadores de una 

variedad de enfermedades zoonóticas causadas por virus, bacterias, hongos, helmintos y 

protozoos (Han et al., 2015). Entre estos patógenos, aquellos transmitidos por artrópodos 

hematófagos han recibido una atención significativa en la investigación científica. Estudios 

como los de Meerburg et al. (2009), Luis et al. (2013), Chaisiri et al. (2015) y Han et al. (2015) 

han contribuido notablemente a este campo, enfocándose en estos patógenos específicos. 

Entre los ectoparásitos más importantes se encuentran las pulgas, por ejemplo X. cheopis, 

además de transmitir Y. pestis, puede actuar como vector de varias especies de Bartonella y 

Rickettsia (Legendre & Macaluso, 2017). Leptospsylla segnis, E. gallinacea, C. felis, 

potencialmente puede transmitir Bartonella spp., Rickettsia sp. y Coxiella sp. (Loftis et al., 

2006; Labruna et al., 2007). Todas las especies de pulgas mencionadas están presentes en Chile 

en R. rattus (Moreno et al. 2019), además de otras 12 especies de pulgas que R. rattus ha 

adquirido desde los roedores silvestres con los que entra en contacto, principalmente en áreas 
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rurales y silvestres (Beaucournu et al., 2014). De estas especies de pulgas, en 10 se ha detectado 

la presencia de ADN de Bartonella spp., siendo L. segnis la que presenta mayor prevalencia de 

la bacteria (Moreno et al., 2019). En Chile, se ha detectado la presencia de Bartonella spp. en 

el 18% de las pulgas extraídas de roedores silvestres, y Rickettsia spp. en el 13,6% de estas 

pulgas (Moreno et al., 2019). Las especies de roedores que albergaron mayor número de pulgas 

infectadas fueron Abrothrix olivacea para Bartonella spp. y A. olivacea y Abrtothrix hirta para 

Rickettsia spp. (Lizama, 2019; Miranda, 2017). Estas especies de roedores son muy abundantes 

en ambientes silvestres y rurales, pero también son capaces de colonizar ambientes urbanos 

(Monteverde & Hadora, 2017). 

Entre los ácaros presentes en roedores, representantes de las familias Laelapidae, 

Macronyssidae y Trombiculidae son importantes vectores de enfermedades. En Chile, se han 

reportado dos especies de ácaros con importancia en salud pública: Laelaps echidninus 

(Mesostigmata: Laelapidae) en R. rattus y R. norvegicus, y Ornithonyssus bacoti 

(Mesostigmata: Macronyssidae) en R. rattus y en M. musculus (Barriga & Donckaster, 1965; 

Silva-de la Fuente, 2014; Seguel et al., 2017). Laelaps echidninus, en otras partes del mundo 

ha sido reconocido como vector de Hepatozoon muris y el virus de Junin (Lareschi & González-

Acuña, 2010), no obstante, en Chile, no hay estudios que validen la presencia de dichos 

patógenos. Mientras que, Ornithonyssus es reconocido por ser potencial vector biológico de 

enfermedades a animales silvestres, domésticos y humanos (Radovsky, 1994), dentro de los 

que destacan las bacterias: Bartonella sp., Borrelia burgdorferi, Borrelia recurrentis, C. 

burnetti, R. akari, R. prowasekii, Y. pestis; virus: Hantavirus, Virus coxsackie, Virus de la 

encefalitis de San Luis, Virus Langat, Virus de la encefalitis equina del oeste; Protozoos: 

Trypanosoma cruzi, Hepatozoon sp. y el nemátodo Litomosoides carinii (Choi et al., 2007; 

Jofré et al., 2009). En Chile, este ácaro se ha asociado a casos de dermatitis (Barriga & 

Donckaster, 1965; Jofré et al., 2009) y se detectó Bartonella sp. en Ornithonyssus spp. 

colectados de roedores silvestres (Silva de la Fuente, 2019). Por otra parte, ácaros 

trombicúlidos, comúnmente llamados “chigger mites”, parasitan frecuentemente roedores 

silvestres, pero también se encuentran en roedores sinantrópicos introducidos (Huang et al., 

2017). En Chile, el tifus de los matorrales, causado por Orientia tsutsugamushi y transmitido 

por larvas de ácaros trombicúlideos de roedores silvestres, es una rickettsiosis endémica en 

Asia-Pacífico. Después del primer caso identificado en Chile en 2006, en 2015 se identificaron 

más de 30 casos (Abarca et al., 2018).  Esta bacteria fue recientemente reportada en habitantes 

del sur de Chile, en la isla de Chiloé y en áreas continentales en las regiones de Aysén (Caleta 
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Tortel y P.N. Queulat) y del Bío-Bío (Alto Biobío) (Weitzel et al., 2019). Además, se ha 

encontrado Orientia en sueros de perros (Weitzel et al., 2018).  

Las últimas investigaciones en Chile sugieren que los ácaros trombicúlidos del género 

Herpetacarus sp. podrían actuar como vectores biológicos del tifus de los matorrales (Acosta-

Jamett et al., 2020). El estudio de Acosta-Jamett et al. (2020) respalda esta idea, mientras que 

investigaciones más recientes, como el trabajo de Weitzel et al. (2022), identifican a 

Herpetacarus sp. como un posible vector de la enfermedad. Además, otros estudios, sugieren 

la participación de diversas especies de ácaros trombicúlidos como posibles reservorios o 

vectores del tifus de los matorrales en Chile (Silva de la Fuente et al., 2023). 

En Chile, los registros indican la presencia de dos especies de piojos que parasitan ratas: 

Hoplopleura pacifica en R. norvegicus y Poliplax spinulosa en R. norvegicus y R. rattus 

(Durden & Musser, 1994; González-Acuña et al., 2005). Sin embargo, aún no existen estudios 

específicos que investiguen los patógenos asociados a estos piojos en Chile, ni tampoco en 

piojos de roedores silvestres en el país. 

A nivel global, se ha documentado que los piojos, como P. spinulosa, parásitos de R. rattus y 

R. norvegicus, han estado implicados en el mantenimiento de R. typhi dentro de comunidades 

de roedores (Durden & Page, 1991). Aunque es difícil para los piojos parasitar a los humanos, 

se ha observado que estos pueden mantener y transportar bacterias a otros roedores, 

favoreciendo su transmisión a los humanos a través de otros artrópodos chupadores de sangre 

que pican a las personas (Durden & Page, 1991; Chakma et al., 2015). Otros microorganismos 

identificados en piojos son Mycoplasma sp. y Bartonella phoceensis en P. spinulosa (Hornok 

et al., 2015; Tsai et al., 2010) y Bartonella spp. en Polyplax spp. y Hoplopleura spp. aislados 

de R. rattus (Klangthong et al., 2015; Brook et al., 2017). A pesar de estos hallazgos globales, 

es crucial remarcar la falta de investigaciones sobre patógenos asociados específicamente a los 

piojos en roedores en Chile, lo que limita nuestra comprensión de los posibles riesgos para la 

salud pública en el país. 

Para garrapatas, de las 27 especies de garrapatas que se han registrado en Chile (Guglielmone 

et al., 2004; Nava et al., 2017; Muñoz-Leal et al., 2020), cinco especies parasitan a roedores, y 

dos de ellas se han encontrado en ratas introducidas: R. sanguineus en R. norvegicus e Ixodes 

sigelos en R. norvegicus y R. rattus (Osorio, 2001; González-Acuña et al., 2004). En M. 

musculus no existen registros de garrapatas en Chile. Rhipicephalus sanguineus es importante 

desde el punto de vista epidemiológico, ya que transmite enfermedades tanto a perros (por 
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ejemplo, Ehrlichia canis, Hepatozoon canis, Anaplasma platys), como a humanos (por ejemplo, 

R. conorii, R. massiliae y R. rickettsii; Dantas-Torres, 2008; Dantas-Torres et al., 2012; Nava 

et al., 2017). En Chile, se detectaron en R. sanguineus colectados de perros las bacterias E. 

canis, A. platys y R. felis (Abarca et al., 2007; Lopez et al., 2012; Abarca et al., 2013). En 

garrapatas recolectadas de roedores silvestres en Chile, se identificó Borrelia chilensis en I. 

sigelos, la que se encuentra dentro del complejo B. burgdorferi sl. (Osorio, 2001). Esta Borrelia 

fue descrita en Chile a partir de I. stilesi, extraída de O. longicaudatus y Pudu puda, 

desconociéndose su importancia patogénica (Ivanova et al., 2014; Verdugo et al., 2017). Ixodes 

spp. también pueden ser vectores potenciales de Orientia, ya que el ADN de esta bacteria fue 

detectado en Ixodes extraídos de roedores sinantrópicos en China (Zhang et al., 2013).  

 

9. Conclusión 

Las especies sinantrópicas comensales (R. norvegicus, R. rattus y M. musculus), son 

particularmente importantes porque tienen una distribución cosmopolita. Aunque existe 

bastante literatura sobre las bacterias patógenas que utilizan como reservorios a los roedores 

sinantrópicos en varias partes del mundo (Easterbrook et al., 2007, Hsieh et al., 2010, Psaroulaki 

et al., 2010, Abramowicz et al., 2012), no ocurre lo mismo sobre la presencia de estas bacterias 

en ectoparásitos, y en muy pocos existe la certeza de que son vectores competentes de las 

bacterias mencionadas (Hornok et al., 2015). La logística que implica la captura de roedores 

sinantrópicos, más compleja que la de roedores silvestres, puede ser la causa de la escasez de 

estudios (Parson et al., 2017; Himsworth et al., 2014). El modo de transmisión y los vectores / 

reservorios en varias especies de patógenos y los factores que determinan la presencia de estos 

patógenos en diferentes áreas geográficas aún no están claros. también existe evidencia de 

infección de ectoparásitos de fauna silvestre a sinantrópica y viceversa, lo que podría afectar a 

la dinámica de transmisión de los patógenos que se estudian, si no se tienen en cuenta estas 

especies silvestres. Teniendo en cuenta que existen diferencias en la prevalencia de patógenos 

en ectoparásitos asociados con diferentes factores, se necesita más investigación para 

comprender mejor la ecología de estos patógenos en ectoparásitos y sus implicaciones para la 

salud humana. 

Los antecedentes presentados a lo largo de esta revisión bibliográfica muestran que es 

fundamental mejorar nuestro conocimiento sobre las bacterias potencialmente transmitidas por 

ectoparásitos en relación con la ecología de roedores sinantrópicos, ya que esta está determinada 
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por factores importantes para la persistencia y transmisión de parásitos zoonóticos. Esta 

información es esencial para desarrollar estrategias apropiadas de vigilancia e intervención. Sin 

embargo, es igualmente importante saber qué patógenos están presentes o ausentes para evitar 

gastar recursos en programas dirigidos a patógenos que no representan un riesgo para la salud 

en ese lugar específico. 

Por otra parte, Chile se encuentra actualmente entre los tres países que lideran la tasa de 

urbanización en América Latina, con el 89,9% de la población viviendo en áreas urbanas, 

mientras que el porcentaje de la población que vive en áreas rurales disminuyó de 16,6% en 

1992 a 12,3 en 2017 (INE, 2017). Esta alta tasa de urbanización provoca cambios en el paisaje 

urbano y rural, lo que podría producir cambios en la dinámica de las poblaciones hospedadoras 

y vectores de enfermedades. Es de absoluta necesidad conocer estos patógenos, ya que es 

indispensable a fin de prevenir la transmisión de sus enfermedades al humano. 

La identificación microbiológica clásica enfrenta importantes desafíos, uno de los cuales es la 

falta de medios de cultivo específicos para cada bacteria. Esta limitación en el aislamiento e 

identificación de microorganismos crea un vacío en nuestro conocimiento. Nuevas técnicas 

moleculares, como la secuenciación, tienen el potencial de resolver este problema y contribuir 

a diferentes áreas ecológicas. Estas técnicas permiten el establecimiento preciso de haplotipos 

y proporcionan una gran cantidad de datos que pueden utilizarse para desarrollar herramientas 

de control más precisas y efectivas. 
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CAPÍTULO II  

Bacterias potencialmente patógenas de los géneros Bartonella, Coxiella y Rickettsia en 

artrópodos vectores asociados a poblaciones de Rattus rattus en Chile. 

RESUMEN 

Los roedores murinos representan sólo un tercio de las especies de mamíferos y son de gran 

relevancia para la salud pública. Entre estas, destacamos a las especies sinantrópicas que se 

encuentran comúnmente en ambientes urbanos y rurales e incluso como invasoras de ambientes 

silvestres, como Rattus rattus. Esta especie es un importante reservorio de varios patógenos 

zoonóticos y un porcentaje de estos patógenos son transmitidos por ectoparásitos. El objetivo 

de este estudio fue evaluar la asociación entre la prevalencia y diversidad de ectoparásitos de 

R. rattus y bacterias de los géneros Rickettsia, Bartonella y Coxiella en zonas con diferentes 

grados de intervención antropogénica en Chile (urbanos, rurales y silvestres). Para esto, los 

roedores fueron capturados con trampas de captura viva y sus ectoparásitos (pulgas, garrapatas, 

piojos y ácaros) fueron recolectados, identificados y disecados para la extracción de ADN. La 

detección de las bacterias se realizó mediante qPCR utilizando los genes nuoG para Bartonella, 

gltA para Rickettsia y icd para Coxiella. La diversidad de bacterias para cada especie de 

ectoparásitos se estimó como la diversidad haplotípica de las secuencias de ADN obtenidas 

para los genes secuenciados. Se estimó la diversidad mediante el índice de Shannon-Wiener 

(H’), y la prevalencia de bacterias y ectoparásitos para cada tipo de localidad estudiada. Se 

recolectaron 411 individuos de la especie R. rattus en otoño (n=27), invierno (n=168), 

primavera (n=28) y verano (n=188) en ciudades (n=190), zonas rurales (n=64) y zonas 

silvestres (n=157). De estos se obtuvieron 1.328 ectoparásitos, entre piojos (52,48%; n= 697), 

ácaros (16,94%, n=225), pulgas (16,94%; n=225) y garrapatas (13,63 %; n=181). La zona 

silvestre mostró la mayor prevalencia de roedores parasitados (41,8%; n=172/411), seguida por 

la ciudad (31,6%; n=130/411) y finalmente la zona rural (11,4%; n=47/411). Las especies más 

prevalentes fueron el piojo Polypax spinulosa (82%), la garrapata Ixodes sigelos (53%), los 

ácaros Ornithonyssus spp. (35%), y la pulga Leptopsylla segnis (25%). Los piojos fueron los 

ectoparásitos más abundantes (52,48% del total). Los ácaros y los piojos fueron más prevalentes 

en las temporadas de invierno y verano. No se registró diferencias significativas en la 

prevalencia general de Bartonella spp. (44% en zona rural, 54% en zona urbana; 60% en zona 

silvestre; p=0,06) y Rickettsia spp. (46% en zona rural, 56% en zona urbana; 56% en zona 

silvestre; p=0,98) entre los tipos de zonas analizadas. A pesar de esto, las prevalencias más altas 
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de Bartonella las alcanzaron los ácaros (33,3%) y las pulgas (55,9%) de las zonas rurales y las 

prevalencias más altas de Rickettsia fueron registradas en ácaros de las zonas rurales (66,7%). 

Las secuencias de Bartonella analizadas con base en la región amplificada gltA (n = 9) se ubicó 

en dos clados: uno que agrupó a seis secuencias no identificadas y el segundo a dos secuencias 

estrechamente relacionadas con B. tribocorum procedente de Puerto Aysén (100% de identidad) 

y B. coopersplainsensis registrada en Francia (97% de identidad). El análisis basado en 

secuencias de la región ITS (n = 5) reveló un clado monofilético con secuencias no identificadas 

de Bartonella aisladas de varios ectoparásitos de R. rattus de diferentes localidades; y otro 

grupo con secuencia similar a B. tribocorum identificado a partir de una pulga en Puerto Aysén. 

Para el caso de Rickettsia, 21 de las secuencias analizadas de la región genética de la proteína 

ompB (n = 26) fueron idénticas a la cepa California 2 de R. felis (CP000053.1), aunque cinco 

de ellas mostraron proximidad a R. felis con menor identidad de nucleótidos. La única secuencia 

analizada en base a la region gltA (pulga de Illapel) estuvo asociada a una muestra de Rickettsia 

no cultivada procedente de vectores (pulgas y garrapatas) en la zona centro-oeste de Brasil. El 

análisis en Rickettsia dio como resultado dos haplotipos para ompB. La diversidad haplotípica 

en este caso fue baja (0,06). El análisis de haplotipos en Bartonella dio como resultado diez 

haplotipos para rpoB, siete para gltA y tres para ITS. Los valores de diversidad haplotípica 

fueron altos (Hd para rpoB = 0,87, Hd para gltA = 0,94, Hd para ITS = 0,70), lo que indica un 

elevado número de haplotipos únicos y exclusivos con un tamaño histórico bajo en las 

poblaciones. No se detectó Coxiella en ninguna de las muestras analizadas. El presente estudio 

mostró que las prevalencias generales de Bartonella spp. y Rickettsia spp. no se diferenciaron 

con respecto al tipo de localidad. La zona silvestre fue donde se presentó la mayor prevalencia 

de piojos y ácaros, además de la mayor ocurrencia de ectoparásitos infectados por Bartonella, 

sin embrago no se registró diferencias significativas entre zonas con distinto grado de 

perturbación. Los ácaros y pulgas de las zonas rurales también alcanzaron altas prevalencias de 

Bartonella y, sorprendentemente, Rickettsia se encontró más en las zonas urbanas, con una 

frecuencia similar a la de las zonas silvestres. Estos datos ofrecen un aporte, incorporando 

información relevante sobre la biodiversidad de estas especies en Chile. 

Palabras claves: Rattus rattus, ectoparásitos, Bartonella, Rickettsia, zona urbana, zona rural, 

zona silvestre, Chile. 
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ABSTRACT 

 

Murine rodents represent only one third of the mammalian species and are of great relevance 

to public health. Among these, we highlight synanthropic species commonly found in urban 

and rural environments and even as invaders of wild environments, such as Rattus rattus. This 

species is an important reservoir of several zoonotic pathogens, and a percentage of these 

pathogens are transmitted by ectoparasites. The aim of this study was to evaluate the association 

between the prevalence and diversity of R. rattus ectoparasites and bacteria of the genera 

Rickettsia, Bartonella and Coxiella in areas with different degrees of anthropogenic 

intervention in Chile (urban, rural, and wild). For this, rodents were captured with live traps 

and their ectoparasites (fleas, ticks, lice, and mites) were collected, identified, and dissected for 

DNA extraction. Bacterial detection was performed by qPCR using the genes nuoG for 

Bartonella, gltA for Rickettsia and icd for Coxiella. Bacterial diversity for each ectoparasite 

species was estimated as the haplotypic diversity of the DNA sequences obtained for the 

sequenced genes. Diversity was estimated using the Shannon-Wiener index (H'), and the 

prevalence of bacteria and ectoparasites for each type of locality studied. A total of 411 

individuals of the species R. rattus were collected in autumn (n=27), winter (n=168), spring 

(n=28) and summer (n=188) in cities (n=190), rural areas (n=64) and wild areas (n=157). Of 

these, 1,328 ectoparasites were obtained, including lice (52.48%; n= 697), mites (16.94%, 

n=225), fleas (16.94%; n=225) and ticks (13.63 %; n=181). The wild area showed the highest 

prevalence of parasitized rodents (41.8%; n=172/411), followed by the city (31.6%; n=130/411) 

and finally the rural area (11.4%; n=47/411). The most prevalent species were the louse Polypax 

spinulosa (82%), the tick Ixodes sigelos (53%), the mites Ornithonyssus spp. (35%), and the 

flea Leptopsylla segnis (25%). Lice were the most abundant ectoparasites (52.48% of the total). 

Mites and lice were more prevalent in the winter and summer seasons. There were no significant 

differences in the overall prevalence of Bartonella spp. (44% in rural areas, 54% in urban areas; 

60% in wild areas; p=0.06) and Rickettsia spp. (46% in rural areas, 56% in urban areas; 56% in 

wild areas; p=0.98) between the types of areas analyzed. Despite this, the highest prevalences 

of Bartonella were reached by mites (55.5%) and fleas (55.9%) from rural areas and the highest 

prevalences of Rickettsia were recorded in mites from rural areas (66.7%). The Bartonella 

sequences analyzed based on the gltA amplified region (n = 9) were placed in two clades: one 

grouping six unidentified sequences and the second two sequences closely related to B. 

tribocorum from Puerto Aysén (100% identity) and B. coopersplainsensis recorded in France 
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(97% identity). Bartonella sequences analyzed based on the gltA amplified region (n = 9) were 

placed in two clades: one grouping six unidentified sequences and the second two sequences 

closely related to B. tribocorum from Puerto Aysén (100% identity) and B. coopersplainsensis 

recorded in France (97% identity). Sequence-based analysis of the ITS region (n = 5) revealed 

a monophyletic clade with unidentified Bartonella sequences isolated from several 

ectoparasites of R. rattus from different localities; and another group with sequence similar to 

B. tribocorum identified from a flea in Puerto Aysén. In the case of Rickettsia, 21 of the 

analyzed sequences of the genetic region of the ompB protein (n = 26) were identical to the 

California 2 strain of R. felis (CP000053.1), although five of them showed proximity to R. felis 

with lower nucleotide identity. The only sequence analyzed based on the gltA region (Illapel 

flea) was associated with an uncultured Rickettsia sample from vectors (fleas and ticks) in west-

central Brazil. The analysis in Rickettsia resulted in two haplotypes for ompB. Haplotype 

diversity in this case was low (0.06). Haplotype analysis in Bartonella resulted in ten haplotypes 

for rpoB, seven for gltA and three for ITS. Haplotype diversity values were high (Hd for rpoB 

= 0.87, Hd for gltA = 0.94, Hd for ITS = 0.70), indicating a high number of unique and exclusive 

haplotypes with low historical size in the populations. Coxiella was not detected in any of the 

samples tested. The present study showed that the overall prevalences of Bartonella spp. and 

Rickettsia spp. did not differ with respect to the type of locality. The wild area had the highest 

prevalence of lice and mites, as well as the highest occurrence of Bartonella-infected 

ectoparasites, but there were no significant differences between areas with different degrees of 

disturbance. Mites and fleas in rural areas also reached high prevalences of Bartonella and, 

surprisingly, Rickettsia was found more in urban areas, with a frequency similar to that of wild 

areas. These data offer a contribution to add relevant information on the biodiversity of these 

species in Chile. 

 

Keywords: Rattus rattus, ectoparasites, Bartonella, Rickettsia, urban area, rural area, wild area, 

Chile. 
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1. Introducción  

 

Los roedores murinos, constituyendo casi un tercio de las especies de mamíferos, son de suma 

importancia para la salud pública, especialmente las especies sinantrópicas que cohabitan con 

los humanos. Entre ellas, se destacan Rattus rattus, Rattus norvegicus y Mus musculus (Steppan 

et al., 2004; Himsworth et al., 2013).  La composición de estas comunidades de roedores varía 

según el entorno, siendo más abundantes en ambientes urbanos y rurales, e incluso invadiendo 

hábitats silvestres (Monteverde et al., 2017).  

 

Estos roedores son conocidos por ser portadores de al menos 66 enfermedades zoonóticas, 

transmitidas por virus, bacterias, hongos, helmintos y protozoos (Han et al., 2015). Entre los 

patógenos más estudiados recientemente se encuentran aquellos transmitidos por artrópodos 

hematófagos, representando aproximadamente el 12% de las enfermedades asociadas a los 

roedores (Meerburg et al., 2009; Luis et al., 2013; Chaisiri et al., 2015; Han et al., 2015). Pulgas, 

ácaros y piojos son los ectoparásitos más prevalentes en ratas y ratones, mientras que las 

garrapatas, aunque son vectores importantes de agentes infecciosos, no suelen parasitar a los 

roedores sinantrópicos (Berdoy; Webster & MacDonald, 1995; Mihalca et al., 2012; Hornok et 

al., 2015; Chakma et al., 2017). 

 

En esta investigación, se centrará en el estudio de bacterias de los géneros Bartonella, Coxiella 

y Rickettsia, seleccionadas por su potencial patógeno y su transmisión a través de artrópodos 

asociados a roedores. A pesar de la distribución amplia de estos roedores y su importancia en 

salud humana, aún persiste un vacío de conocimiento sobre las bacterias mencionadas y el papel 

de los ectoparásitos en su transmisión. Se desconocen los principales vectores, reservorios y 

hospedadores, así como los factores ambientales que afectan su distribución. 

La detección y caracterización de patógenos con potencial zoonótico son fundamentales para 

comprender las dinámicas espaciales y sugerir medidas efectivas de manejo. Es evidente que la 

presencia de estas bacterias está asociada a ambientes con cierto grado de perturbación 

antrópica, lo que subraya la importancia de este estudio para la salud pública y el bienestar 

animal (Armien et al., 2016). 
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Cambios en el ecotono urbano - rural y efecto en las enfermedades transmitidas por vectores 

El cambio gradual que se produce en la estructura de las comunidades desde ambientes 

silvestres a urbanos puede traer como consecuencia que patógenos procedentes de áreas 

silvestres y rurales se adapten a las condiciones urbanas, y otros patógenos surjan (o 

reaparezcan) en las áreas urbanas (Jone, 2008). Esta adaptación o surgimiento de patógenos en 

áreas urbanas tiene efectos profundos en la salud pública (Jone, 2008), ya que la transmisión y 

dispersión de las enfermedades en ambientes urbanos tiende a ser más rápida debido a la alta 

densidad de sus habitantes (e.g. Leishmaniasis, Virus del oeste del Nilo, Dengue; WHO, 2013; 

Haley et al., 2012; Desjeux, 2001). Por ejemplo, en roedores se ha observado que la prevalencia 

de Leptospira incrementa desde ambientes rurales a urbanos (Blasdell et al., 2019). 

Fundamentalmente, las características del entorno urbano pueden cambiar la dinámica de la 

vida de los hospedadores en la fauna silvestre y aumentar la frecuencia de exposición humana 

a patógenos zoonóticos (Blasdell et al., 2019). 

La expansión urbana modifica la estructura de las comunidades de roedores, favoreciendo las 

especies generalistas y también a las especies sinantrópicas, en detrimento de los roedores 

silvestres nativos especializados (Bradley & Altizer, 2007; Faeth et al., 2005). Con el aumento 

de la expansión de la población humana que invade áreas silvestres, aumenta la posibilidad de 

contacto con ectoparásitos de roedores infectados (Fantozzi, 2019; Moreno et al., 2019; Melis, 

2023). Los roedores sinantrópicos pueden jugar un rol importante en vincular a los roedores 

silvestres y las comunidades humanas, exponiendo a estos últimos a algunos agentes zoonóticos 

que circulan en los ecosistemas naturales (Meerburg et al., 2009; Moreno et al., 2019). Sumado 

a esto, los entornos modificados por el humano ofrecen refugio, alimento y áreas de 

reproducción para roedores sinantrópicos, y esto trae como consecuencia un aumento en la 

densidad de estas especies de roedores, lo que puede contribuir a aumentar ciertos ectoparásitos 

presentes en estas especies aumentando la probabilidad de transmitir enfermedades (Dickman 

& Doncaster, 1987; Hassel et al., 2017).  

Por otro lado, las zonas rurales desempeñan un papel crucial en la epidemiología de las 

enfermedades infecciosas al actuar como puntos de interacción entre especies silvestres y 

domésticas, incluidos los humanos. Esto genera que en estas zonas pueda existir una mayor 

probabilidad de surgimiento de enfermedades, las que pueden luego dispersarse, tanto a 

ambientes urbano, como silvestres (Ej. SARS; Li et al., 2005; Neiderud, 2015). Por ejemplo, 
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una reciente investigación realizada en Chile identificó mayor prevalencia de Bartonella spp. 

en pulgas de ratas (R. rattus) en zonas rurales, comparado con ciudades y ambientes naturales. 

Esta mayor prevalencia estuvo asociada a una mayor abundancia y prevalencia de pulgas 

registrada en estas zonas rurales (Moreno et al., 2019). En esta investigación, las especies de 

pulgas encontradas en R. rattus correspondieron a pulgas que parasitan a los roedores nativos, 

lo que indica el grado de contacto entre ambos tipos de roedores. Resultados similares se 

observaron para Rickettsia spp., donde la mayor prevalencia en pulgas de roedores se encontró 

en áreas silvestres y rurales, en comparación con ciudades (Moreno et al., 2020). La transmisión 

de ectoparásitos infectados entre roedores silvestres puede amplificar la infección bacteriana, 

aumentando también la probabilidad de que estos parásitos infectados entren en contacto con 

humanos en áreas rurales y silvestres (Beaucournu et al., 2014; Burger et al., 2012; Moreno et 

al., 2019).  

Una mayor abundancia y densidad de roedores favorece una mayor prevalencia y diversidad de 

parásitos y enfermedades y, a su vez, una mayor frecuencia de infección en humanos (Parrish 

et al., 2008; Werden et al., 2014; Bordes et al., 2015; Moreno et., 2019). Por ello, la evaluación 

del efecto del cambio de las comunidades de ectoparásitos de los roedores sobre la presencia 

de patógenos es fundamental para comprender las dinámicas espaciales de los patógenos 

zoonóticos y sugerir medidas efectivas de manejo a las autoridades competentes. 

Aunque existe una extensa literatura sobre roedores sinantrópicos en todo el mundo, la 

información sobre patógenos transportados por ectoparásitos de roedores sinantrópicos es 

escasa (Nava et al., 2003, 2017; González-Acuña et al., 2004; Lareschi & Krasnov, 2010; Nava 

& Lareschi, 2012; Lareschi et al., 2016; López-Berrizbeitia, 2018; Yáñez-Meza et al., 2018; 

Moreno et al., 2019). Esto es explicado fundamentalmente por la dificultad en la recolección 

de los ectoparásitos, los que abandonan a sus hospedadores cuando quedan atrapados en las 

trampas (Hornok et al., 2015). Además, la captura de roedores sinantrópicos puede ser más 

compleja que la de otros roedores, lo que se suma a problemas logísticos debido al robo o 

destrucción de trampas en áreas urbanas (Parson et al., 2015; Himsworth et al., 2014).  

Dada la relevancia de lo anteriormente señalado y que más del 75% de las enfermedades 

humanas son de origen zoonótico (Taylor, Latham & Woolhouse, 2001), es importante conocer 

las bacterias con potencial patógeno que se encuentran circulando en ectoparásitos de ratas en 

áreas con distinto grado de urbanización, y conocer la distribución de éstas en los roedores que 

están en contacto con el humano (reservorios y vectores). 
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2. Hipótesis 

H1: Considerando que las zonas rurales actúan como áreas de encuentro entre roedores 

silvestres y sinantrópicos se espera una mayor abundancia, prevalencia y diversidad de 

ectoparásitos en R. rattus.  

H2: Este fenómeno se asociará con una mayor diversidad y prevalencia de bacterias 

pertenecientes a los géneros Rickettsia, Bartonella y Coxiella presentes en dichos ectoparasitos.  

 

3. Objetivos 

3.1 Objetivo general 

Evaluar la asociación entre la abundancia, prevalencia y diversidad de ectoparásitos (piojos, 

pulgas, ácaros y garrapatas), con la diversidad y prevalencia de bacterias potencialmente 

patógenas de los géneros Rickettsia, Bartonella y Coxiella presentes en dichos ectoparásitos, 

en poblaciones de Rattus rattus, considerando áreas con diferentes grados de intervención 

antrópica en Chile.   

 

3.2 Objetivos específicos 

1) Estimar la prevalencia, abundancia, diversidad de ectoparásitos en Rattus rattus en 

localidades con distinto grado de intervención antrópica en Chile.  

2) Estimar la prevalencia de bacterias Bartonella, Rickettsia y Coxiella en los ectoparásitos de 

Rattus rattus en zonas con distinta intervención antrópica.  

3) Determinar la diversidad haplotipica y la cercanía filogenética de bacterias detectadas con 

grupos de bacterias potencialmente patógenas. 

4) Evaluar la asociación entre el tipo de localidad, abundancia, diversidad y prevalencia de 

ectoparásitos con respecto a la diversidad y prevalencia de bacterias detectadas en poblaciones 

de Rattus rattus en Chile. 
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4. Materiales y Métodos 

Área de estudio 

Para la investigación se utilizaron ectoparásitos recolectados previamente desde R. rattus, 

durante el desarrollo del proyecto FONDECYT de iniciación 11150875. Se analizaron 27 

localidades (ver Tabla 1 y Figura 1) clasificadas según grado de antropización siguiendo las 

definiciones del Instituto Nacional de Estadística: "Ciudad "(entidad urbana de más de 5.000 

habitantes) y "Rural" (entidad rural con una población entre 2.001 y 5.000 habitantes, o entre 

1.001 y 2.000 habitantes, que cumple con los criterios de actividad económica del INE, 2005). 

Las áreas naturales (“Silvestre”) evaluadas estuvieron compuestas por Parques y Reservas 

administrados por CONAF (Corporación Nacional Forestal). 

 

Tabla 1. Localidades incluidas en esta investigación. Se indica grado de antropización con sus 

respectivas localidades, coordenadas y número identificatorio, este último es indicado en el 

mapa a continuación.  

Grado de Antropización 

  

Localidades 

  

Coordenadas 

                   LAT/LONG 

Numero  

Ciudad 
Iquique -20,200000 -70,080000 

 

1 

  
Illapel -30,583333 -71,200000 

 

4 

  
Monte Patria 

-30,683333 -70,933333 
 

7 

  
Til-til -33,066667 -70,933333 

 

10 

  
Santa Cruz -34,716667 -71,633333 

 

12 

  
Quirihue 

-36,266667 -72,516667 
 

17 

  
Florida 

-36,816667 -72,666667 
 

18 

  
Concepción 

-36,833333 -73,050000 
 

19 

  Angol          -37,783333          -72,722778 20 

  
Puerto Aysen -45,400000 -72,700000 

 

27 

Rural 
El Morai 

-30,550000 -71,650000 
 

3 

  
Sotaquí -30,636445 -71,118196 

 

5 

  
Canela Baja 

-31,383333 -71,450000 
 

8 

  
Lolol -34,716667 -71,633333 

 

13 

  
Sierra de Bellavista 

-34,818889 -70,753056 
 

14 

  
Cobquecura 

-36,133333 -72,783333 
 

16 

  
Maicolpué 

-40,602778 -73,753333 
 

24 

Silvestre 
R.N. Pampa del Tamarugal 

-20,495597 -69,617546 
 

2 

  P.N. Fray Jorge -30,666667 -71,666667 
 

6 

  R.N. La Campana -32,946007 -71,091463 
 

9 

  
R.N. El Yali 

-33,750827 -71,699478 
 

11 

  
R.N Altos de Lircay 

-35,599167 -71,044444 
 

15 

  
R.N. Isla Mocha 

-38,378727 -73,908462 
 

21 

  R.N. Nonguén -38,866667 -72,983333 
 

22 

  San Martín -39,635611 -73,198753 
 

23 
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Fuente: Elaboración propia. R.N.: Reserva Nacional; P.N.: Parque Nacional. 

 

 

Figura 1. Mapa de Chile indicando las localidades de muestreo de roedores subdividido; Azul: 

zona urbana (Ciudad), Verde: zona rural, Naranja: zona silvestre. Los números fueron indicados 

en la Tabla 1. 

 

 

  P.N. Puyehue -40,671111 -72,169167 
 

25 

  
P.N. Chiloé 

-42,622222 -74,108611 
 

26 
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Captura de roedores y recolección de ectoparásitos 

Los roedores fueron capturados vivos mediante trampas tipo Sherman cebadas con avena, 

durante dos noches consecutivas en cada sitio de muestro y en dos estaciones en el año, entre 

diciembre y febrero y entre julio y septiembre. Para abarcar un área amplia, se dispusieron 

transectos equipados con 200 trampas, con una distancia de 10 m entre ellas, lo que resultó en 

un esfuerzo total de muestreo de 4.800 trampas por noche. Esto que permitió obtener una 

muestra representativa de la población de roedores en cada localidad y en cada estación.  

Cada roedor capturado fue identificado usando la descripción proporcionada por Iriarte (2008). 

Con el fin de asegurar el bienestar de los animales y facilitar el manejo, cada roedor fue 

anestesiado mediante una combinación de ketamina (100mg/ml): xilazina (23,3 mg/ml) (1:1) 

dosificada en volúmenes de 0,01 a 0,03 ml (para roedores entre 20 a 40 g) y 0,1 a 0,3 ml para 

ratas (200g a 400g) (Kreeger et al., 2012). Una vez sedados, los roedores fueron sexados y 

examinados para la recolección de ectoparásitos, los que se colectaron con la ayuda de pinzas 

finas y fijados en alcohol 96°, para su posterior identificación. El tiempo de recolección puede 

ser considerado como el tiempo promedio en que los roedores permanecen anestesiados, 

habitualmente entre 10 y 15 minutos por animal. Finalmente, los roedores fueron eutanasiados 

mediante dislocación cervical, almacenados en alcohol 96% y transportados al Laboratorio de 

Ecología de Parásitos, Facultad de Ciencias Naturales y Oceanográficas, Universidad de 

Concepción. Los roedores, junto con los ectoparásitos recolectados fueron almacenados en 

crioviales con alcohol al 96%. En el laboratorio, los roedores fueron nuevamente revisados en 

búsqueda de los parásitos que no fueron recolectados en terreno, realizando una revisión 

detallada de los cadáveres de los roedores. La manipulación y eutanasia de los animales se 

realizó de acuerdo con los protocolos para estudios de campo y laboratorio con roedores 

(Herbreteau et al., 2011) y los protocolos fueron aprobados por el Comité de Ética de la 

Vicerrectoría de Investigación y Desarrollo de la Universidad de Concepción (Anexo 1). Las 

capturas de los roedores fueron autorizados por el Servicio Agrícola y Ganadero (SAG R.E: 

8968-2015, 1657-2016, 73-2016, 23-2017), y la Corporación Nacional Forestal (CONAF 

N°018-2015). 

Montaje e identificación de ectoparásitos  

Montaje pulgas: Las pulgas recolectadas fueron montadas siguiendo la metodología 

modificada de Hastriter y Whiting (2009). Estas fueron cuidadosamente depositadas en una 
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placa Petri que contenía una solución de Hidróxido de Potasio (KOH) al 10%. Esta solución 

permitió eliminar el contenido digestivo de las pulgas durante un periodo de 48 horas. 

Posteriormente, las pulgas fueron sometidas a un proceso de limpieza utilizando agua destilada. 

Luego se deshidrataron a través del paso por concentraciones ascendentes de alcohol (40%, 

70%, 80% y 96%). Finalmente, las pulgas fueron aclaradas con creolina durante 20 minutos y 

montadas utilizando bálsamo de Canadá.  

Montaje de ácaros y garrapatas: Los ácaros y las garrapatas fueron recolectados y aclarados 

en solución Nesbitt (40 g. de Hidrato de cloral, 25 mL de agua destilada y 2,5 mL de HCL 

concentrado). Este aclarado se llevó a cabo durante 72 horas, lo que permitió una óptima 

preparación de los especímenes. Posteriormente, fueron montados en preparaciones 

permanentes utilizando solución Berlesse (Krantz, 1978). 

Montaje de piojos: Estos ectoparásitos fueron tratados con KOH al 20% para su depósito 

inicial. Luego, fueron teñidos en alcohol-fenol-eosina. A continuación, se procedió a su 

clarificación mediante alcohol-fenol. Finalmente, fueron montados permanentemente 

utilizando bálsamo de Canadá (Moreno et al., 2011). 

Los ectoparásitos fueron identificados siguiendo claves y descripciones taxonómicas 

específicas para cada grupo de parásitos. Para las pulgas se utilizó Hopkins & Rothschild (1956, 

1962, 1966), Johnson (1954), Sánchez et al. (2012), Sánchez y Lareschi (2014) y López 

Berrizbeitia et al. (2015); para los ácaros, Brennan & Goff (1977), Furman (1972) y Radovsky 

(2010); para los piojos, las claves de Castro (1982), Castro & González (1997) y Gómez (1998); 

y para las garrapatas, Keirans & Clifford (1978), Barros-Battesti et al. (2013), Guglielmone et 

al. (2004) y Nava et al. (2017). 

Estimación de los descriptores parasitológicos y diversidad de ectoparásitos en Rattus 

rattus 

Con la identificación de los parásitos realizada, para cada roedor capturado se realizaron 

estimaciones de descriptores parasitológicos. La abundancia se consideró como el número total 

de ectoparásitos de cada especie presente en el roedor. Con estos datos, se calcularon varios 

descriptores parasitológicos. 

En primer lugar, se estimó la abundancia media de infección (AM) para cada especie de 

ectoparásito, dividiendo el número total de ectoparásitos de una especie entre el número total 

de hospedadores examinados. Luego se estimó la intensidad media (IM), dividiendo el número 
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total de ectoparásitos de una especie con el número total de hospedadores parasitados. De esta 

manera, se obtuvo una media de la cantidad de parásitos de cada especie presentes en cada 

roedor (Bush et al., 1997). La prevalencia (P%) se calculó como el porcentaje de hospedadores 

que estaban parasitados por cada especie de ectoparásito. Para ello, se dividió el número de 

roedores parasitados por el número total de hospedadores examinados, y luego se multiplicó 

por 100 para expresar el resultado en términos de porcentaje. 

Se calcularon la AM, IM y P, utilizando el programa Quantitative Parasitology 3.0. Se 

realizaron comparaciones entre estaciones y zonas de antropización, para esto se aplicó una 

prueba de boostrap-t (se utiliza para comparar medias entre dos grupos de datos), para comparar 

la P% entre distintas zonas de antropización, se empleó una prueba t exacta de Fisher. 

Debido a la baja cantidad de muestras y a la falta de diferencias significativas entre estaciones 

en cuanto a la presencia de ectoparásitos, se decidió agrupar las estaciones. Este agrupamiento 

se realizó considerando los ectoparásitos que afectan al mismo tipo de animal.  

Para la AM, IM y P, se calcularon los intervalos de confianza al 95% con el método de bootstrap 

(2.000 réplicas), que consiste en un muestreo aleatorio con reemplazo para obtener una 

distribución de los resultados y así establecer los límites de confianza (Rózsa et al., 2000).  

Por último, se estimó la diversidad mediante el índice de Shannon-Wiener (H’), el cual se utiliza 

para medir la biodiversidad específica. Este índice toma en cuenta tanto la riqueza de especies 

como su abundancia relativa en la comunidad de hospedadores (Begon et al., 1987; Moreno, 

2001). La diversidad fue comparada entre zonas de antropización mediante un test de Kruskall-

Wallis con el programa Past. Para el análisis estadístico, sólo se incluyeron las especies con 

más de 10 individuos. Esto supuso la inclusión de L. segnis, S. ares, N. fascistas y N. pardinasi 

en los procedimientos analíticos. 

 

 

Detección de las bacterias Bartonella, Rickettsia y Coxiella 

 

Extracción de ADN y análisis de PCR 

Los ectoparásitos recolectados, se sometieron a extracción de ADN individualmente 

dependiendo de la categoría del parásito. El ADN fue extraído utilizando el kit comercial 

DNeasy Blood & Tissue® (Qiagen, ciudad, país) siguiendo las instrucciones del fabricante.  
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Cabe destacar que se utilizó el mismo kit para todos los ectoparásitos. Para la extracción de 

ADN se seleccionaron siete pulgas por hospedero y cuando el número de pulgas por hospedero 

fue menor a siete se analizaron todas las pulgas.  Por su parte, las pulgas se cortaron por la 

mitad, entre los tergitos tres y cuatro con un bisturí estéril, luego fue extraído el ADN de ambas 

partes, posteriormente se recuperó el exoesqueleto para su identificación (Moreno et al., 2020). 

En cuanto a las garrapatas adultas (n= 24), la extracción se realizó individualmente, mientras 

que las ninfas se agruparon (1-10 por pool) por hospedador, totalizando 41 pools en total; las 

larvas totalizaron 25 pools. Las muestras se lavaron, previa disección, en buffer PBS. Las 

garrapatas adultas y ninfas fueron cortadas por la mitad, dividiendo en lado izquierdo y derecho 

para tener todas las estructuras para la extracción de ADN y la región anterior se utilizó para su 

identificación. Para el caso de larvas de garrapatas se maceró el idiosoma y gnatosoma completo 

(Moreno et al., 2020).  

Por otro lado, los ácaros y piojos fueron identificados previamente a la extracción de ADN 

mediante microscopio de epifluorescencia, luego agrupados de 1 a 10 individuos de la misma 

especie (“pool”) y macerados completamente para la extracción de ADN. En estos casos se 

consideró la presencia o ausencia de bacteria en el pool completo y no en el individuo.  

Todas las muestras de ADN obtenidas fueron almacenadas en ultrafreezer a -80°C. Las 

concentraciones de ADN obtenido fueron cuantificadas mediante el uso de espectrofotómetro 

Nanodrop TM 2000 (Thermo Fisher TM) obteniéndose valores de entre 50 y 200 ng/μl de ADN. 

Se llevó a cabo un screening inicial mediante la técnica de PCR en tiempo real (qPCR) con 

SYBR Green, para determinar la presencia de Bartonella spp., Rickettsia spp. y Coxiella 

burnetii. Posteriormente, para la caracterización molecular detallada de Bartonella spp. y 

Rickettsia spp., se empleó un PCR convencional (cPCR), seguido del secuenciamiento de los 

productos amplificados. Se realizó la amplificación del gen endógeno para el ADN de todos los 

ectoparásitos mediante PCR convencional para la detección de ADN eucariótico del ARNr 18S, 

utilizando las siguientes secuencias de primers: F-573: CGC GGT AAT TCC AGC TCC A y 

R-1200: CCC GTG TTG AGT CAA ATT AAG C (Hadziavdic et al., 2014). 

Para la detección del ADN de Bartonella spp., Rickettsia spp. y C. burnetii, las muestras de 

ectoparásitos se procesaron por duplicado para la qPCR. Los ciclos se realizaron en el 

termociclador CFX96 Touch™ Real-Time PCR Detection System (BioRad, Hércules, CA, 

EE.UU.) utilizando placas PCR Low-Profile Multiplate™ (BioRad©, Hércules, CA). La 

eficiencia de amplificación se calculó a partir de la pendiente de la curva estándar en cada 
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ejecución utilizando la siguiente fórmula (E = 10–1/pendiente). Los números de copias se 

estimaron utilizando diluciones en serie de 10 veces de gBlock® (Integrated DNA 

Technologies, Coralville, IA, EE. UU.) que codifica nuoG para B. henselae, gltA para Rickettsia 

sp. y elemento IS1111 para secuencias de C. burnetii. El número de copias de gBlock® se 

determinó según la fórmula (Xg/μL de ADN/[gLongitud del bloque en pb x 660]) x 6,022 × 

1023 x gBlock copias/μL. ADN de B. henselae, R. felis y C. burnetii se utilizaron como control 

positivo. Todas las ejecuciones de PCR se realizaron con agua libre de nucleasas (Thermo 

Scientific©, Waltham, MA, EE. UU.) como control negativo. Se volvieron a analizar las 

réplicas que mostraban una diferencia de Cq (ciclo de cuantificación) superior a 0,5. Las 

muestras duplicadas con una diferencia de Cq inferior a 0,5 se consideraron resultados 

"consistentes". 

Para la detección de Bartonella spp., se realizó en primera instancia una qPCR para amplificar 

un fragmento del gen nuoG (Colborn et al., 2010). Las condiciones de ciclado para la 

amplificación de nuoG por qPCR de ADN procedente de todos ectoparásitos analizadas para 

los genes rpoB (subunit RNA polymerase) y región intergénica ITS, la metodología de estos 

análisis se describen más adelante en el texto. 

Para la Rickettsia spp., se realizó qPCR para amplificar un fragmento del gen gltA de acuerdo 

con el protocolo de Stenos et al. (2005), con algunas modificaciones. La qPCR amplificó gltA 

con ciclos a 95 °C durante 1 minuto, seguidos de 40 ciclos a 95 °C durante 15 segundos y 60 

°C durante 1 minuto. Luego se realizó una PCR para las muestras positivas utilizando los genes 

gltA (citrato sintasa), ompA (genes de proteínas externas de membrana) y ompB, la metodología 

de estos análisis se describe más adelante en el texto. 

La detección específica de C. burnetii se llevó a cabo sólo en garrapatas utilizando el gen icd 

(De Bruin et al., 2011). El ciclo incluyó 95°C durante 10 minutos, seguido de 45 ciclos a 95°C 

durante 15 segundos y 60°C durante 30 segundos. Es importante señalar que la ausencia de 

Coxiella en algunos ectoparásitos no es infrecuente, ya que los piojos, por ejemplo, no son los 

principales transmisores de Coxiella (Reeves et al., 2006), aunque la transmisión por estos 

ectoparásitos no es imposible, como ocurre con las pulgas (Loftis et al., 2006) y los ácaros 

(Diarra et al., 2020). Por lo tanto, no se realizaron pruebas para detectar Coxiella en otros 

ectoparásitos, debido a su conocida asociación con las garrapatas (Muhammad et al., 2023). 
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Prevalencia de ADN de las bacterias evaluadas 

Para el cálculo de la frecuencia de presentación (porcentaje de muestras positivas a ADN de 

bacterias) de Bartonella y Rickettsia en cada grupo de ectoparásitos y en cada zona con diferente 

grado de antropización, se consideró positiva la detección de ADN de bacterias cuando se 

amplificó al menos uno de los tres genes específicos utilizados para cada bacteria. Para 

Bartonella, los genes amplificados fueron gltA, ITS y rpoB, mientras que para Rickettsia se 

amplificaron gltA, OmpA y OmpB. 

 

Estimación de la diversidad y la cercanía filogenética de bacterias detectadas con grupos 

de bacterias potencialmente patógenas. 

Las muestras positivas a la qPCR para Bartonella spp. y Rickettsia spp. se analizaron luego por 

PCR convencionales en el termociclador C1000 Touch™ Thermal Cycler (BioRad, Hercules, 

CA, USA). Para Bartonella spp., la PCR se realizó utilizando fragmentos de los genes gltA 

(citrato sintasa), rpoB (subunit RNA polymerase) y región intergénica ITS (16S-23S rRNA) 

(Pitulle et al., 2002; Maggi & Breitschwerdt, 2005; Paziewska et al., 2011; Moreno et al., 2019; 

Muller et al., 2020). La PCR para Rickettsia spp. se realizó utilizando los genes gltA (citrato 

sintasa), ompA (genes de proteínas externas de membrana) y ompB (gen de proteína externa de 

membrana) (Chitanga et al., 2021). Los detalles de cebadores y tamaño de fragmento 

amplificado para cada gen se encuentran en la Tabla 2. 

Tabla 2. Genes y cebadores utilizados para la caracterización molecular de Bartonella spp. y 

Rickettsia spp. en PCR convencional. 

Agente Gen Primer Secuencia Nucleotidica (5´---3´) Referencia 

Bartonella 
spp. 

gltA (767 bp)* 

  

CS443f  (5´-GATCYTCAATCATTCTTTCCA-3´) Pitulle et al., 
2002 

  Cs1210r (5´-GATCYTCAATCATTTCTTTCCA-3´) 

rpoB (333 bp)* 

 

rpoBF (5´-GCACGATTYGCATCATCATTTTCC-3´) Paziewska et al., 
2011 

  rpoBR (5´-CGCATTATGGTCGTATTTGTCC- 3´) 

16S-23S rRNA (ITS)  

(453-717 bp)* 

  

325s (5´-CTTCAGATGATGATCCCAAGCCTTYTGGCG-3´) Maggi & 

Breitschwerdt, 
2005 

  

1100th (5´-GAACCGACGACCCCCTGCTTGCAAAGCA-3´) 

Rickettsia 
spp. 

gltA (401bp)* 

  

CS-78  (5´-GCAAGTATCGGTGAGGATGTAAT-3´) Labruna et al., 
2004 

  
CS-323  (5´-GCTTCCTTAAAATTCAATAAATCAGGAT-3´) 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Paziewska+A&cauthor_id=20740281
https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Paziewska+A&cauthor_id=20740281
https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Paziewska+A&cauthor_id=20740281


84 
 

*Entre paréntesis se indica el tamaño del producto de PCR en pares de bases 

 

La PCR para el gen gltA de Bartonella spp. se realizó en una reacción de 10 µl de volumen 

conteniendo: 5 µl de 2× Green GoTaq® Green MasterMix (Promega, Madison, WI, USA), 0,5 

µl de cada primer (10 µM), 2 µl de agua NF (Non-sterile Water) y 2 µl de ADN molde. Las 

condiciones usadas para la amplificación fueron las siguientes: 1 ciclo a 95°C por 2 min seguido 

de 40 ciclos de desnaturalización a 94°C por 30 seg, unión de cebadores a 52°C por 30 seg, 

extensión a 72°C por 1 min, y una extensión final a 72°C por 5 min.  

La amplificación de rpoB de Bartonella spp. se realizó en una reacción de 10 µl de volumen 

conteniendo: 5 µl de 2× Green GoTaq® Green MasterMix (Promega, Madison, WI, USA), 0,5 

µl de cada primer (10 µM), 2 µl de agua NF y 2 µl de ADN molde. La PCR se realizó bajo las 

siguientes condiciones: 1 ciclo a 95°C por 5 min seguido de 40 ciclos de desnaturalización a 

94°C por 45 seg, unión de cebadores a 52°C por 45 seg, una extensión a 72°C por 45 seg. La 

amplificación se completó por un ciclo adicional a 72°C por 7 min. 

La amplificación del ITS de Bartonella spp. se realizó en una reacción de 10 µl de volumen 

conteniendo: 5 µl de 2× Green GoTaq® Green MasterMix (Promega, Madison, WI, USA), 0,4 

µl de cada primer (10 µM), 2.2 µl de agua NF y 2 µl de ADN molde. La PCR se realizó bajo 

las siguientes condiciones: 1 ciclo a 95°C por 5 min seguido de 55 ciclos de desnaturalización 

a 94°C por 15 seg, unión de cebadores a 66°C por 15 seg, una extensión a 72°C por 15 seg. La 

amplificación se completó por un ciclo adicional a 72°C por 1 min. 

La PCR para el gen gltA para Rickettsia spp. utilizó una reacción de 10 µ de volumen 

conteniendo: 5 µl de 2× Green GoTaq® Green MasterMix (Promega, Madison, WI, USA), 0,5 

µl de cada primer (10 µM), 2 µl de agua NF y 2 µl de ADN molde. Las condiciones utilizadas 

para la PCR fueron: 1 ciclo a 94°C por 5 min seguido de 40 ciclos de desnaturalización a 94°C 

por 15 segundos, unión de cebadores a 50°C por 30 segundos, y extensión a 72°C por 30 

segundos. La amplificación se completó por una extensión final a 72°C por 5 min. 

ompA (512 pb)* 

  

Rr190.70p (5´-ATGGCGAATATTTCTCCAAAA-3´) Regnery et al., 

1991 

  
Rr190.602n (5´-AGTGCAGCATTCGCTCCCCCT-3´) 

ompB (475 y 267bp)* 

1Rc.rompB.4362p  (5´-GTCAGCGTTACTTCTTCGATGC-3´) 

Choi et al.,2005 

2Rc.rompB.4836n (5´-CCGTACTCCATCTTAGCATCAG-3´) 

3Rc.rompB.4496p (5´- CCAATGGCAGGACTTAGCTACT-3´) 

4Rc.rompB.4762n (5´- AGGCTGGCTGATACACGGAGTAA-3´) 
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La PCR para el gen ompA para Rickettsia spp. utilizó 10 µl de volumen conteniendo: 5 µl de 

2× Green GoTaq® Green MasterMix (Promega, Madison, WI, USA), 0,3 µl de cada primer (10 

µM), 2,4 µl de agua NF y 2 µl de ADN molde. Las condiciones utilizadas para la PCR fueron: 

1 ciclo a 94°C por 5 min seguido de 30 ciclos de desnaturalización a 94°C por 30 segundos, 

unión de cebadores a 46°C por 30 segundos, y extensión a 72°C por 40 segundos. La 

amplificación se completó por una extensión final a 72°C por 5 min. 

La PCR anidada para el gen ompB se realizó utilizando los cebadores externos 

(1Rc.rompB.4362p y 2Rc.rompB.4836n) y los cebadores internos (3Rc.rompB.4496p y 

4Rc.rompB.4762n). Se utilizó una reacción de 10 µl de volumen conteniendo: 5 µl de 2× Green 

GoTaq® Green MasterMix (Promega, Madison, WI, USA), 0,5 µl de cada primer (10 µM), 2 

µl de agua NF y 2 µl de ADN molde. Las condiciones utilizadas para la primera amplificación 

fueron las siguientes: 1 ciclo a 95°C por 5 min seguido de 35 ciclos de desnaturalización a 95°C 

por 15 seg, unión de cebadores a 54°C por 15 seg, extensión a 72°C por 30 seg, y una extensión 

final a 72°C por 3 min. Las condiciones de PCR para la segunda amplificación fueron: 1 ciclo 

a 95°C por 5 min seguido de 35 ciclos de desnaturalización a 95°C por 15 seg, unión de 

cebadores a 56°C por 15 seg, extensión a 72°C por 30 seg, y una extensión final a 72°C por 3 

min. 

Solo las muestras positivas que presentaban una intensidad de banda fuerte se purificaron 

mediante reacción enzimática utilizando ExoSAP-ITTM PCR Product Cleanup Reagent 

(Thermo Scientific©, Carlsbad, CA, EE. UU.), siguiendo las instrucciones del fabricante. El 

ADN purificado se envió a MACROGEN (Seúl, Corea) para su secuenciación por el método 

de Sanger en un secuenciador automático (analizador genético ABI Prism 310; Applied 

Biosystem ©/PerkinElmer) para la identificación de especies y posteriores análisis filogenéticos 

y de haplotipos.  

Las secuencias obtenidas de ambas direcciones del cebador se alinearon, se ensamblaron en un 

contig y se recortaron las secuencias de cada secuencia del cebador utilizando el software 

MEGA7 (Kumar et al., 2016). Cualquier ambigüedad se comprobó y resolvió manualmente a 

partir del cromatograma de cada secuencia. Las secuencias limpias fueron analizadas 

inicialmente por BLASTn a través del algoritmo MegaBLAST del NCBI en línea para verificar 

su relación con Bartonella y Rickettsia (Chen et al., 2015; Morguli et al., 2008). Todos los 

alineamientos de secuencias se realizaron utilizando el algoritmo MUSCLE (Edgar, 2004). En 

este estudio se empleó la herramienta BLASTn para comparar las secuencias limpias con 
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secuencias de ADN almacenadas en bases de datos públicas como NCBI con el fin de identificar 

similitudes con especies bacterianas conocidas, específicamente Bartonella y Rickettsia.  

Análisis de diversidad genética de las bacterias analizadas 

Con el objetivo de comprender la diversidad genética dentro de las poblaciones de Bartonella 

y Rickettsia analizadas, se realizó un análisis exhaustivo utilizando herramientas especializadas. 

La identificación de haplotipos se realizó con DNAsp v6.11.01 (Rozas et al., 2017), lo que nos 

permitió discernir y catalogar los distintos haplotipos presentes en las secuencias de Bartonella 

y Rickettsia obtenidas en nuestro estudio. Estos haplotipos, como conjuntos únicos de 

variaciones genéticas, proporcionan información valiosa sobre la estructura genética de la 

población. Además, se implementó la metodología para la construcción de redes de haplotipos 

utilizando identificadores en R (Paradis, 2010, R-Core Team, 2022). Esta técnica permite 

visualizar gráficamente las relaciones genéticas entre los haplotipos identificados, 

proporcionando una representación esclarecedora de cómo estos haplotipos se relacionan entre 

sí y cómo han evolucionado con el tiempo. Así, para contextualizar las secuencias obtenidas en 

nuestro estudio, se realizaron alineamientos con los genomas de referencia de Bartonella y 

Rickettsia descargados de la base de datos NCBI. Esta comparación permitió identificar 

similitudes y diferencias entre nuestras muestras y secuencias de referencia, contribuyendo así 

a situar nuestra investigación dentro del contexto genético más amplio de Bartonella y 

Rickettsia. Los fragmentos amplificados y secuenciados se someten a un proceso de eliminación 

de bases ambiguas o regiones de baja calidad. Posteriormente, se ingresan en la base de datos 

del NCBI de Estados Unidos, a través de su programa en línea BLASTn. Este programa realiza 

una comparación local de las secuencias de ADN con toda su base de datos, lo que arroja un 

porcentaje de identidad y la estadística correspondiente. 

Se construyó un árbol filogenético basado en máxima verosimilitud utilizando IQ-TREE2 

(Minh et al., 2020), se utilizó la secuencia de Brucella abortus como grupo externo y el modelo 

de mejor ajuste y soporte de arranque basado en 1000 réplicas.  

 

Análisis de asociación entre diversidad y prevalencia de bacterias con descriptores 

parasitológicos 

 

Para asociar la diversidad y prevalencia de las bacterias con el tipo de localidad, abundancia, 

diversidad y prevalencia de los ectoparásitos de los distintos grupos, se realizaron Modelos 
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Lineales Generalizados (MLG), utilizando como variable independiente la presencia o ausencia 

de ADN de las bacterias en los ectoparásitos, utilizando un modelo binomial; las variables 

dependientes utilizadas fueron el tipo de localidad, la abundancia, diversidad y prevalencia de 

cada grupo de ectoparásitos. Se consideraron como significativos los valores de p > o = a 0,05. 

Estos análisis fueron realizados en el programa JMP. 

 

5. Resultados 

 

1) Estimar la prevalencia, abundancia, diversidad de ectoparásitos en Rattus rattus en 

localidades con distinto grado de intervención antrópica en Chile. 

 

Se capturó un total de 411 individuos de la especie Rattus rattus, distribuidos en diferentes 

estaciones (verano: n=188; otoño: n=27; invierno: n=168; primavera: n=28) y localidades 

(ciudad: n=190; rural: n=64; silvestre: n=157). De estos individuos, se recolectaron 1.328 

ectoparásitos, incluyendo piojos (52,48%; n= 697), ácaros (16,94%, n=225), pulgas (16,94%; 

n=225) y garrapatas (13,63%; n=181) (Tabla 3). 

 

Tabla 3. Descriptores parasitológicos para ácaros, garrapatas, piojos y pulgas en las distintas 

grado de antropización (ciudad, rural y silvestre). En la tabla se indican los intervalos de 

confianza (95%) abajo cada valor de prevalencia (P%), abundancia media (AM) e intensidad 

media (IM), expresado como frecuencia. 

Grado de antropización 
(N localidades) 

Número (n) de roedores 
parasitados y ectoparásitos, e 

índices parasitológicos 

Ácaros Garrapatas Piojos Pulgas 

Ciudad (10) 

n ratones parasitados 23 23 41 42 

n ectoparásitos 87 53 163 95 

P% 12,1 12,1 21,6 22,6 

IC95% (0,08-0,18) (0,08-0,18)  (0,17-0,9)  (0,16-0,28)  

AM 0,46 0,28 0,86 0,50 

 (0,25-0,90) (0,17-0,52) (0,54-1,32) (0,29-0,61) 

IM 3,78 2,30 3,98 2,21 

 (2,43-6,83) (1,65-3,91) (2,73-5,49) (1,60-2,55) 

Rural (7)  

n ratones parasitados 8 11 11 17 

n ectoparásitos 11 38 96 61 

P% 12,5 17,2 17,2 26,6 

 (0,06-0,24) (0,10-0,30) (0,09-0,29) (0,05-0,15) 

AM 0,17 0,59 1,50 0,95 

 (0,06-0,40) (0,24-1,42) (0,58-3,87) (0,17-0,64) 

IM 1,38 3,45 8,73 3,59 
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La abundancia de ácaros y piojos fue significativamente mayor en las estaciones de invierno y 

verano, que en otoño y primavera (ácaros: n=225, p=0,0048; piojos: n=697, p=0,0052). Sin 

embargo, no se observaron diferencias significativas en la abundancia de garrapatas y pulgas 

entre las estaciones (garrapatas: n=181, p=0,83; pulgas: n=225, p=0,23) (Tabla 4). 

Tabla 4. Número de ectoparásitos (ácaros, garrapatas, piojos y pulgas) recolectados por cada 

estación. 

Ectoparásitos Verano Otoño Invierno Primavera Total 

Ácaros 70 28 111 16 225 

Garrapatas 108 9 56 8 181 

Piojos 310 34 277 76 697 

Pulgas 73 26 115 11 225 

 

En cuanto a los piojos, se identificaron las especies Polyplax spinulosa (Polyplacidae) (n=672) 

y Hoplopleura travassosi (Hoplopleuridae) (n=1), siendo P. spinulosa la más abundante y 

prevalente, especialmente en zonas silvestres en comparación con las zonas rurales y urbanas 

(Tabla 6). Las mayores prevalencias de esta especie estuvieron en las zonas silvestres, con 

respecto a las zonas rurales (p=0,0001) y ciudades (p=0,001), no hubo diferencias entre zonas 

rurales y ciudad (p=0,48). También se encontró que las abundancias e intensidades medias 

fueron mayores en zonas silvestres, con respecto a las ciudades (AM: p=0,001; IM: p=0,002), 

pero no se encontraron diferencias entre las zonas silvestres y rurales (AM: p=0,1; IM: p=0,65) 

y entre zonas rurales y ciudades (AM: p= 0,37; IM: p= 0,26). 

En el caso de los ácaros, las especies Ornithonyssus sp. (n=161), Laelaps sp. (n=17) y 

Trombidiformes (n=12) fueron recolectadas (Tabla 6). La especie Ornithonyssus sp. fue la más 

abundante y prevalente, pero no se encontraron diferencias significativas entre las zonas 

silvestres y rurales (AM: p=0,07; P%: p=0,13; IM: p=0,12), silvestres y ciudades (AM: p=0,2; 

P%: p=0,07; IM: p=0,74) y ciudad y rural (AM: p=0,1; P%: p=0,8; IM: p=0,08). Tampoco se 

 
(1-1,75) (1,82-7,45) (4,27-18,45) (2,40-5,73) 

Silvestre (10) 

n ratones parasitados 32 42 68 30 

n ectoparásitos 127 90 438 69 

P% 20,4 26,8 43,3 19,1 

 (0,14-0,27) (0,03-0,05) (0,36-0,51) (0,14-0,26) 

AM 0,81 0,57 2,79 0,44 
 

(0,48-1,39) (0,05-0,11) (2,03-3,91) (0,28-0,64) 

IM 3,97 2,14 6,44 2,30 

 (2,69-6,31) (1,71-2,81) (4,97-8,49) (1,73-2,93) 
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encontraron diferencias significativas para la especie Laelaps sp. entre las zonas silvestres y 

rurales (AM: p=0,9; P%: p=0,7; IM: p=0,12), silvestres y ciudades (AM: p=0,5; P%: p=1; IM: 

p=0,3) y ciudad y rural (AM: p=0,5; P%: p=0,7; IM: p=0,3). Por último, los ácaros 

Trombidiformes no mostraron diferencias en ninguno de los estimadores parasitológicos entre 

las zonas silvestres y rurales (AM: p=0,09; P%: p=0,1; IM: p=1), silvestres y ciudades (AM: 

p=0,7; P%: p=0,3; IM: p=0,5) y ciudad y rural (AM: p=0,4; P%: p=0,5; IM: p=1). 

Con respecto a las garrapatas, solo se identificó Ixodes sigelos (n=173) y larvas de Ornithodoros 

sp. (n=3) (Tabla 6). No se observaron diferencias para I. sigelos entre zonas silvestres y zonas 

rurales (AM: p=0,9; P%: p=0,2; IM: p=0,4) y tampoco con zonas silvestres y ciudades (AM: 

p=0,4; P%: p=0,3; IM: p=0,5) y ciudad y rural (AM: p=0,4; P%: p=0,3; IM: p=0,5). 

En cuanto a las pulgas, se recolectaron 17 especies: Ctenoparia inopinata (n=1), Ctenoparia 

jordani (n=1), Delosticus coxalis (n=6), Delosticus smiti (n=1), Echidnophaga gallinacea 

(n=5), Hectopsylla sp. (n=1), Leptopsylla segnis (n=55), Neotyphloceras chilensis (n=3), 

Neotyphloceras pardinasi (n=25), Nosopsyllus fasciatus (n=62), Plocopsylla spp. (n=5), 

Plocopsylla wolffsohni (n=1), Sphinctopsylla ares (n=44), Pulex irritans (n=4), Tetrapsyllus 

rhombus (n=2), Tetrapsyllus spp. (n=6) y Xenopsylla cheopis (n=5) (Tabla 6). 

Leptopsylla segnis fue la especie más prevalente en áreas rurales en comparación con áreas 

silvestres y ciudades, entre las cuales no hubo diferencias significativas (P%: p=0,6; AM: 

p=0,1; IM: p=0,1). Sin embargo, no hubo diferencias en abundancia e intensidad media entre 

áreas rurales y silvestres (AM: p=0,07; IM: p=0,1) o entre áreas rurales y ciudades (AM: 

p=0,08; IM: p=0,3).  

Para N. fasciatus se identificó una mayor prevalencia y abundancia media en la ciudad en 

comparación con las áreas silvestres (P%: p=0,001; AM: p= 0,005). Aunque, la prevalencia fue 

mayor en áreas silvestres en comparación con las áreas rurales (P%: p=0,003). Sin embargo, no 

hubo diferencias en la intensidad media entre ciudades y áreas silvestres (IM: p=0,2), ni entre 

ciudades y áreas rurales para ninguno de los descriptores parasitológicos (P%: p=0,8; AM: 

p=0,7; IM: p=0,9). Entre áreas rurales y silvestres no se encontraron diferencias significativas 

en abundancia (MA: p=0,15) ni en la intensidad media (IM: p=0,67). 

En el caso de S. ares, se encontró una mayor prevalencia y diferencias entre la ciudad y las 

zonas silvestres (P%: p=0,001; AM: p= 0,02; IM: p=0,01), y hubo diferencias entre la 

intensidad media de la ciudad y las zonas rurales (P%: p=0,1; AM: p= 0,2; IM: p=0,000). No 
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se encontraron diferencias significativas entre las zonas rurales y las silvestres (P%: p=0,4; AM: 

p= 0,1; IM: p=0,2). La intensidad media fue mayor en las zonas silvestres, sin diferencias 

significativas (p=1). 

Para N. pardinasi, se observó una mayor prevalencia y diferencias entre las zonas rurales y 

ciudad (P%: p=0,005; AM: p= 0,08; IM: p=0,4), y no hubo diferencias con las zonas silvestres 

(P%: p=0,006; AM: p= 0,14; IM: p=0,08). Entre la ciudad y las zonas silvestres no se 

encontraron diferencias significativas (P%: p=1,000; AM: p= 0,8; IM: p=0,6). La intensidad 

media mostró diferencias significativas (p=0,01).  

Las otras especies de pulgas recolectadas presentaron una baja representación por Grado de 

antropización, entre 1 y 6 individuos, por lo que no fue posible realizar análisis estadísticos para 

evaluar diferencias entre zonas (Tabla 5). 
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Tabla 5. Índices parasitológicos para las distintas zonas de antropización por especie y grupo de ectoparásito. Al lado derecho de cada valor se 

indica entre paréntesis el intervalo confianza (95%). AM: abundancia media, P%: Prevalencia, IM: Intensidad media, Antr.: Grado de antropización, 

C: Ciudad, R: Rural, S: Silvestre. 

 
Especie de ectoparásito Antr. N AM IC (95%) P(%) IC (95%)  IM IC (95%) 

Ácaros 

Ornithonyssus sp. C 58 33% (20-60) 10% (6-15) 3,4 (2,3-5,6) 

  R 8 13% (3-30) 8% (3-17) 1,6 (1-2) 

 S 97 64% (40-130) 17%,  (11-23) 3,9 (2-7) 

Laelaps sp. C 8 8% (3-20) 4% (2-8) 2 (1,4-3,3) 

  R 2 5% (0-11) 5% (1-13) 1  (0) 

  S 8 5% (1-10) 4% (2-8) 1,3 (1-1,7) 

Trombidiformes C 2 4% (1-20) 2% (0-5) 2,6 (1-4,3) 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 10 6% (2-12) 4% (2-08) 1,5 (1-2,2) 

Garrapatas 

Ixodes sigelos  C 53 0,31 (0,18-0,54) 12% (8-17) 2,6 (1,8-4,2) 

  R 38 0,59 (0,22-1,5) 17% (10-30) 3,5 (1,7-6,7)  
S 82 0,52 (0,35-0,75) 24% (40-50) 6,4 (5-8,6) 

Ornithodoros sp. C 0 0 - - - - - 

 R 0 0 - - - - - 

 S 3 0,02 (0-0,06) 1% (0-5) 1,5 (1-1,5) 

Piojos 

Polyplax spinulosa C 153 0,82 (0,5-1,25) 22%  (20-30) 3,8 (2,7-5,5) 

 R 96 1,5 (0,5-4,1) 17%,  (10-30) 8,73 (4,3-18,8) 

 S 438 2,8 (2-3,9) 43% (5-1) 1-8 (0-13,1) 

Hoplopleura travassosi C 1 0,01 (0-0,02) 5% (0-3) 1 (0) 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 0 0 - 0 - 0 - 

Pulgas Ctenoparia inopinata C 1 0,01 (0-0,02) 50% (0-3) 1 0 
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  R 0 0 - 0 - 0  - 

  S 0 0 - 0 - 0 - 

Ctenoparia jordani C 0 0 - 0 - 0 - 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 1 0.01 (0-0,02) 60% (0-4) 1 0 

Delosticus coxalis C 0 0 - 0 - 0 0 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 6 0,04 (0-0,10) 1,30% (0-5) 3 0 

Delosticus smiti C 1 0,01 (0-0,02) 50% (0-3) 1 0 

  R 0 0 - 0  - 0 - 

  S 0 0 - 0 - 0 - 

Echidnophaga gallinacea C 0 0 - 0 - 0 - 

  R 5 0,02 (0-0,05) 1,60% (0-8) 1 0 

  S 0 0 - 0 - 0 - 

Hectopsylla sp. C 0 0 - 0 - 0 - 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 1 0.01 (0-0,02) 0,60% (0-4) 1 0 

Leptopsylla segnis  C 19 0,1 (0,04-0,2) 5% (3-9) 1,9 (1,2-2,6) 

  R 34 0,53 (0,25-1) 19% (10-30) 2,83 (1,8-4,8) 

  S 2 0,01 -0,75 1% (0-40) 1 0 

 Neotyphloceras chilensis C 0 0  - 0  - 0  - 

 R 3 0,05 (0-0,14) 3% (0-10) 1,5 (1-1,5) 

  S 0 0 - 0 - 0  - 

Neotyphloceras pardinasi  C 8 0,04 (0,01-0,11) 3% (1-6) 1,6 (1-2,2) 

  

  
R 9 0,13 (0,5-0,20) 13% (6-23) 1 0 

  S 8 0,05 (0,01-0,12) 2,50% (0-70) 2 (1-2,5) 

Nosopsyllus fasciatus C 46 0,24 (0,15-0,4) 13% (8-18) 1,9 (1,5-2,4) 

  R 13 0,2 (0,08-0,45) 11% (5-20) 1,9 (1,14-3,14) 

  S 3 0,02- (0-0,08) 1% (0-5) 1,5 (1-1,5) 

Plocopsylla sp. C 3 0,02 (0-0,04) 2% (0-5) 1 0 

  R 0 0 - 0  - 0  - 
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  S 2 0,01 (0-0,03) 1% (0-5) 1 0 

Plocopsylla wolffsohni C 1 0,01 (0-0,02) 0,50% (0-3) 1 0 

  R 0 0 - 0   0 - 

  S 0 0 - 0   0 - 

Sphinctopsylla ares  C 2 0,01 -0,03 1% (0-4) 1 0 

  R 6 0,09 (0-0,19) 5% (1-13) 2 0 

  S 36 0,23 (0,1-0,4) 9% (5-15) 2,6 (1,6-3,5) 

Pullex irritans C 0 0 - 0 - 0 - 

   R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 4 0,03 (0-0,06) 2% (0-6) 1,3 (1-1,7) 

Tetrapsyllus rhombus C 0 0 - 0 - 0 - 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 2 0,01 (0-0,03) 1% (0-5) 1 0 

Tetrapsyllus sp. C 0 0 - 0 - 0 - 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 6 0,04 (0,01-0,08) 3% (2-70) 1,2 (1-1,4) 

Xenopsylla cheopis C 5 0,03 (0-0,08) 5% (0-3) 5 0 

  R 0 0 - 0 - 0 - 

  S 0 0 - 0 - 0 - 
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La diversidad de especies de ectoparásitos varió entre 0 y 1,5 en ciudades, entre 0,6 y 1,7 en 

zonas rurales; y entre 0,5 y 1,7 en zonas silvestres. No se encontraron diferencias entre las 

distintas zonas de antropización analizadas respecto a la diversidad (p=0,48). 

2) Estimar la prevalencia de bacterias Bartonella, Rickettsia y Coxiella en los ectoparásitos 

de Rattus rattus en zonas con distinta intervención antrópica. 

Se detectó y se cuantificó el ADN de Bartonella spp. y Rickettsia spp. para los cuatro grupos 

de ectoparásitos (ácaros, garrapatas, piojos y pulgas) (Tabla 7). Coxiella burnetii fue analizada 

solamente para garrapatas y todas las muestras resultaron negativas a la detección de esta 

bacteria. 

La evaluación de la presencia de ADN de Bartonella spp. en piojos se realizó mediante qPCR 

(media ± desviación estándar de la eficiencia de las reacciones = 107,2%/1,02; r2 = 0,99; slope 

=3,15), donde se evaluaron 99 pools (mediana ± desviación estándar (DE) de la concentración 

de ADN = 2,78±5,60 ng/uL; media 260/280 = 2,79), de los cuales 33 pools fueron positivos 

(33,3%; 33/99; [IC del 95 % (20–45%)]). Las muestras positivas tenían valores de Cq 

consistentes (media ± DE= 9,7 ±15,7) y la cuantificación de Bartonella spp. (promedio de 

1,44x10²) osciló entre 1,01x101 y 9,5x10² nuoG-copias/μL. Para Rickettsia spp., la misma 

técnica molecular y número de pool que para Bartonella fue utilizada (media ± desviación 

estándar de la eficiencia de las reacciones = 106,8%/0,7; r2 = 0,99; slope =3,19), 19 pools fueron 

positivos (19,2%; 19/99; [IC del 95 % (9–29%)]). Las muestras positivas tenían valores de Cq 

consistentes (media ± DE= 9,09 ± 13,84) y la cuantificación (promedio de 7,5x104) osciló entre 

1,04x10⁶ y 9,5x10² nuoG-copias/μL. 

De los 54 pools de ácaros analizados (media y desviación estándar de la eficiencia de las 

reacciones = 89,4% y 6,7; r2 = 0,98; slope =3,61; media ± desviación estándar (DE) de la 

concentración de ADN = 2,47± 3,38 ng/uL; media 260/280 = 1,78), solo 12 pools fueron 

positivos a Bartonella spp. (22%; 12/54; [IC del 95 % (8–36%)]). Las muestras positivas tenían 

valores de Cq consistentes (media ± DE= 8,8 ± 15,6) y la cuantificación de Bartonella spp. 

(promedio de 1,3x10¹) osciló entre 1,0x10¹ y 8,7x10¹ nuoG-copias/μL. Para Rickettsia (media 

± desviación estándar de la eficiencia de las reacciones = 106,2% y 1,2; r2 = 0,98; slope =3,18) 

23 pools fueron positivos (23,2%; 23/54; [IC del 95 % (13–33%)]). Las muestras positivas 
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tenían valores de Cq consistentes (media ± DE= 15,3 ±17,8) y la cuantificación (promedio de 

2,5x107) osciló entre 1,01x10¹ y 6,4x10² nuoG-copias/μL. 

Para las 90 garrapatas analizadas (larvas n=25 pools; adultas n= 24; ninfas n= 41 pools; media 

± desviación estándar de la eficiencia de las reacciones = 94,5% y 9,90; r2 = 0,99; slope =3,47; 

mediana ±  desviación estándar (DE) de la concentración de ADN = 5,78± 12,70 ng/uL; media 

260/280= 1,97), 24 fueron positivos a Bartonella spp. (26,6%; 24/90; [IC del 95 % (0,14–

0,38)]). Las muestras positivas tenían valores de Cq consistentes (media ± DE= 15,8 ± 18,1) y la 

cuantificación de Bartonella spp. (promedio de 2,4x105) osciló entre 1,2x10 y 8,2x10¹ nuoG-

copias/μL. Para Rickettsia spp. (media ±  desviación estándar de la eficiencia de las reacciones 

= 96,9% y 4,3; r2 = 0,82; slope =3,44) 22 pools fueron positivos (24,4%; 22/90; [IC del 95 % 

(13–33%)]). Las muestras positivas tenían valores de Cq consistentes (media ± DE= 8,68 ±14,8) 

y la cuantificación (promedio de 3,5x10⁶) osciló entre 1,17x10¹ y 9,5x10 nuoG-copias/μL. 

Un total de 193 pulgas fueron analizadas (media ± desviación estándar de la eficiencia de las 

reacciones = 94,5% y 4,8; r2 = 0,99; slope =3,47; concentración de ADN = 7,1±13,6 ng/uL; 

media 260/280 = 2), 103 fueron positivos a Bartonella spp. (53,4%; 103/193; [IC del 95 % (44–

63%)]). Las muestras positivas tenían valores de Cq consistentes (media ±DE=16,3±16) y la 

cuantificación de Bartonella spp. (promedio de 6,2x108) osciló entre 1x10¹ y 9,1x10⁶) nuoG-

copias/μL. Para Rickettsia (media estándar de la eficiencia de las reacciones = 106% y 7,1; r2 

= 0,99; slope =3,19), 97 pulgas fueron positivas (50,3%; 97/193; [IC del 95 % (49–50%)]). Las 

muestras positivas tenían valores de Cq consistentes (media ± DE= 17,3 ±18,1) y la cuantificación 

(promedio de 3,8x10⁴) osciló entre 1,3x10 y 9,4x10² nuoG-copias/μL. 

La prevalencia de Bartonella spp. en el total de ectoparásitos en zonas urbanas fue de 54%, 

rurales fue de 44%, y para zonas silvestres fue 60%. Por otro lado, para Rickettsia spp., las 

prevalencias en zonas urbanas fueron de 59%, rurales fue de 46%, y para zonas silvestres fue 

de 56%. La prevalencia de Bartonella spp. y Rickettsia spp. no se diferenciaron 

significativamente con respecto al tipo de localidad (Bartonella: p=0,06; Rickettsia: p=0,98). 

A pesar de esto, se observó relativa variación en las tasas de infección de Bartonella spp. y 

Rickettsia spp. para cada grupo de ectoparásitos por separado. Los piojos procedentes de 

ciudades mostraron bajas prevalencias de Bartonella (14,7%) y Rickettsia (5,9%) en 

comparación a prevalencia en zonas rurales (55,5% y 22,2%) y zonas silvestres (30,4% y 

26,8%), respectivamente. Por otro lado, la prevalencia de Bartonella más altas fueron 
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alcanzadas por ácaros y pulgas de zonas rurales (33,3% y 55,9%), y la prevalencia de Rickettsia 

más altas fueron para ácaros de zonas rurales (66,7%) (Tabla 6). 

Tabla 6. Muestras analizadas para determinar la presencia de Bartonella y Rickettsia por cada 

grupo de ectoparásito en zonas con diferente grado de antropización. Para el cálculo de la 

prevalencia, se consideró como positiva la detección de ADN de bacteria cuando se detectó al 

menos uno de los 3 genes positivos (para Bartonella: gltA, ITS, rpoB; para Rickettsia: gltA, 

OmpA, OmpB). 

 

 

3) Determinar la diversidad haplotipica y la cercanía filogenética de bacterias detectadas 

con grupos de bacterias potencialmente patógena 

Para todas las muestras de Bartonella spp. y Rickettsia spp. que fueron positivas a la qPCR 

mencionadas anteriormente, se amplificó con éxito el ADN mediante PCR convencional (Tabla 

7).

Grado de 

antropización 

Grupo de 

ectoparásito 

Muestras analizadas 

con qPCR (pools: P o 

individuos: I) 

Bartonella 

 % (n) 

Rickettsia 

% (n) 

Ciudad 

Piojos 34 (P) 14,7 (5) 6 (2) 

Ácaros 23 (P) 13 (3) 43,5 (10) 

Garrapatas 31 (P/I) 19,3 (6) 19,3 (6) 

Pulgas 81(I) 49,3 (40) 50,6 (41) 

Rural 

Piojos 9 (P) 55,5 (5) 22,2 (2) 

Ácaros 9 (P) 33,3 (3) 66,7 (6) 

Garrapatas 12 25 (3) 16,7 (2) 

Pulgas 59 55,9 (33) 61 (36) 

Silvestre 

Piojos 56 (P) 30,4 (17) 26,8 (15) 

Ácaros 22 (P) 27,3 (6) 7 (31,8 (7) 

Garrapatas 47 (P/I) 32 (15) 29,8 (14) 

Pulgas 53 (I) 41,5 (22) 37,7 (20) 

 Total 436 36,2 (158) 36,9 (161) 
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Tabla 7. Número de muestras analizadas y positivas a Bartonella y Rickettsia mediante PCR real time (qPCR) y convencional (cPCR). 

 

 

 

 
Bartonella Rickettsia 

Grupo de ectoparásito Pulgas      Ácaros Piojos Garrapatas Pulgas Ácaros Piojos Garrapatas 

muestras positivas para 

qPCR 

    53% 

(103/193) 

         22%  

       (12/54) 

33% 

(33/99) 

27% (24/90) 50% 

(97/193) 

43% 

(23/54) 

19% 

(19/99) 

24%  

(22/90) 

muestras analizadas para 

cPCR 

103 12 33 24 97 23 19 22 

muestras positivas para 

cPCR (gltA) 

12 0 0 0 23 0 0 1 

muestras positivas para 

cPCR (ITS para 

Bartonella, OmpA para 

Rickettsia) 

55 9 19 12 0 0 0 0 

muestras positivas para 

cPCR (rpoB para 

Bartonella, OmpB para 

Rickettsia) 

35 0 6 2 53 15 11 11 

muestras enviadas a 

secuenciar 

37 5 18 8 34 11 4 9 
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Se sometieron a secuenciación un total de 68 amplicones que incluyeron los 3 loci (10 gltA; 35 

rpoB; 23 ITS) para Bartonella sp. De estos, 30 proporcionaron secuencias de buena calidad 

(Tabla 9). Los 38 amplicones restantes produjeron secuencias directas o amplificación cruzada 

con otras bacterias, lo que impidió su uso posterior. Las secuencias obtenidas que fueron 

identificadas como Bartonella y Rickettsia, se depositaron en la base de datos internacional 

GenBank (Tabla 8). Estas secuencias se compararon usando nBLAST y los mejores resultados 

se usaron para determinar el porcentaje de identidades (Tabla 9). Las secuencias se depositaron 

en GenBank para Bartonella, los números de acceso PP151229 - PP151235 (secuencias gltA), 

PP151219- PP151228 (secuencia rpoB) y PP150442- PP150444 (secuencias ITS). `Para 

Rickettsia, los números de acceso PP151242 (secuencias gltA) y PP151236 -PP151241 

(secuencias ompA).  

 

Tabla 8. Secuenciaciones de productos de Bartonella spp. extraídos de ectoparásitos, con su 

identidad cercana a BLASTn por locus objetivo. 

  Bartonella   

Gen Ocurrencia Identidad por BLASTn Similitud (%) 
Números de acceso a 

GenBank 

gltA 

(n = 9) 

5 Bartonella sp. gltA gene (strain C1phy) 95-98,95 Z70022.1 

1 Bartonella sp. 1-1C chromosome, complete genome 97,31 CP019489.1 

1 
Bartonella tribocorum isolate Jize-Aa8 citrate synthase 
(gltA) gene, partial cds (bad naming) 

99,28 OP382446.1 

2 
Bartonella tribocorum isolate B1 citrate synthase (gltA) 
gene, partial cds 

100 OQ191804.1 

ITS 

(n = 5) 

4 
Uncultured Bartonella sp. clone B47 16S-23S ribosomal 
RNA intergenic spacer, partial sequence 

95,23-100 OQ190409.1 

1 
Bartonella tribocorum isolate B1 16S-23S ribosomal RNA 
intergenic spacer, partial sequence 

99,81 OQ190411.1 

rpoB 

(n = 16) 

2 
Bartonella coopersplainsensis isolate THCTIR101 RNA 
polymerase beta subunit (rpoB) gene, partial cds 

100 MF105900.1 

1 
Bartonella doshiae RNA polymerase beta subunit (rpoB) 

gene, partial cds 
92,81 AF165991.1 

7 
Uncultured Bartonella sp. clone Huadu-52 RNA 
polymerase beta-subunit (rpoB) gene, partial cds 

99,07 ON394035.1 

1 
Uncultured Bartonella sp. clone B50 RNA polymerase 
beta-subunit (rpoB) gene, partial cds 

95,33 GU338939.1 

3 
Bartonella sp. EN2-1 rpoB gene for RNA polymerase beta 
subunit, partial cds 

93,77-95,33 LC596945.1 

1 Bartonella sp. 1-1C chromosome, complete genome 98,13 CP019489.1 

1 
Bartonella tribocorum strain SD-15 RNA polymerase beta 
subunit (rpoB) gene, partial cds 

100 MH748138.1 
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Se obtuvo un total de 58 secuencias para Rickettsia que incluyeron los 3 loci (7 gltA; 0 ompA; 

51 ompB), las que fueron secuenciadas en su totalidad, obteniéndose 32 secuencias de buena 

calidad (Tabla 9). 

Tabla 9. Secuenciaciones de productos de Rickettsia spp. extraídos de ectoparásitos, con su 

identidad cercana a BLASTn por locus objetivo. 

 

Las secuencias de Bartonella identificadas con la amplificación de una región del gen de la 

subunidad β de la ARN polimerasa (rpoB; n = 16) se ubicaron en cuatro clados diferentes, 

pertenecientes a dos linajes de Bartonella (III y IV, según Engel et al., 2011), según los análisis 

filogenéticos (Fig. 2). El primer clado albergó una secuencia cercanamente relacionada a B. 

tribocorum detectada de una pulga en Puerto Aysén, la cual presentó una identidad de 100% a 

la secuencia extraída de una cepa de la misma especie aislada de sangre humana en Francia 

(cepa BM1374166). El segundo clado reunió secuencias no identificadas anteriormente, 

obtenidas de pulgas de la R. N. Nonguén (Silvestre), P. N. Fray Jorge (Silvestre), Sotaqui 

(Rural) y Monte Patria (Ciudad), las cuales mostraron cercanía filogenética a Bartonella 

coopersplainsensis (97% identidad). El grupo de secuencias provenientes de pulgas de R. N. 

Nonguén estuvieron relacionadas con B. doshiae, mientras que aquellas del resto de localidades 

en Chile mostraron un 99% de similitud con una cepa no cultivada (Huadu-52, ON394035.1) 

de Bartonella. Otras secuencias del mismo estudio fueron 100% idénticas a B. 

coopersplainsensis, obtenidas de piojos provenientes del P.N. La Campana (Silvestre) y Sierra 

de Bellavista (Rural). El tercer clado agrupó a secuencias no antes identificadas, obtenidas de 

pulgas de las localidades Illapel (Ciudad) y R. N. Isla Mocha (Silvestre), las cuales se 

encontraron asociadas a B. alsatica (95% identidad). Finalmente, el cuarto clado consistió en 

  Rickettsia   

Gen Ocurrencia Identidad por BLASTn Similitud (%) 
Números de acceso a 

GenBank 

gltA 

(n = 1) 
1 Rickettsia sp. clon LIC 6759A gen de citrato sintasa 

(gltA), cd parcial 

99,71 KY753118.1 

 

ompB 

(n = 31) 

1 
Rickettsia felis cepa SwCsv09 gen de la proteína B de la 

membrana externa (ompB), cd parcial 

 

99,12 GU182892.1 

30 
Gen de la proteína B de la membrana externa de 

Rickettsia felis (ompB), cd parcial 

 

100 MN267050.1 

 

https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1342770286
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1342770286
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/KY753118.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=2EAU0JWE013
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_306515825
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_306515825
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/GU182892.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=8F2ARB4H013
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1779354331
https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi#alnHdr_1779354331
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide/MN267050.1?report=genbank&log$=nucltop&blast_rank=1&RID=8FPY2AGH016
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una cepa no identificada, aislada de una pulga en Iquique (Ciudad), la cual presentó un alta 

similitud con B. rochalimae y Bartonella sp. 1-1C (CP019489.1) (Fig. 2) 

 

 

Figura 2. Árbol filogenético obtenido por Máxima verosimilitud de secuencias de Bartonella basado en la 

región rpoB (resaltadas en rojo). Dichas secuencias fueron obtenidas de ectoparásitos en Rattus rattus de diversas 
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localidades en Chile. De un total de 35 secuencias obtenidas, tan solo 16 tuvieron una calidad aceptable para ser 

utilizadas en el análisis filogenético. Los números en los nodos representan el valor de soporte de Bootstrap (1000 

réplicas). 

 

Las secuencias de Bartonella analizadas en base a la región amplificada del gen del citrato 

sintetasa (gltA; n = 9) se ubicaron en dos clados (Fig. 3). El primer clado agrupó seis secuencias 

no identificadas anteriormente, detectadas en pulgas provenientes de R. N. Nonguén (II124a), 

Puerto Aysén (V23a, V23c), Canela Baja (III75b, III57a), R. N. Isla Mocha (IX271B), Illapel 

(IV7b) e Iquique (IV160a), así como dos secuencias estrechamente cercanas a B. tribocorum, 

detectadas de pulgas en Puerto Aysén (95% y 97% identidad). Cabe resaltar que la secuencia 

proveniente de Iquique estuvo estrechamente relacionada (99% identidad) a una cepa de B. 

mastomydis aislada de roedores en Senegal (KY555066.1). Por otro lado, el segundo clado solo 

reunió una cepa no identificada aislada de una pulga en Iquique y que tuvo como grupo hermano 

el de B. rochalimae y Bartonella sp. 1-1C (CP019489.1) (Fig. 3). 
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Figura 3. Árbol filogenético obtenido por Máxima verosimilitud de secuencias de Bartonella basado en la 

región gltA (resaltadas en rojo). Dichas secuencias fueron obtenidas de ectoparásitos en Rattus rattus de diversas 
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localidades en Chile. De un total de 10 secuencias obtenidas, 9 tuvieron una calidad aceptable para ser utilizadas 

en el análisis filogenético. Los números en los nodos representan el valor de soporte de Bootstrap (1000 réplicas). 

 

El análisis filogenético basado en las secuencias de la región ITS (n = 5) reveló dos clados (Fig. 

4). El primero consistió en un grupo monofilético compuesto de secuencias no identificadas de 

Bartonella aisladas de diversos ectoparásitos de R. rattus (pulgas, piojos, garrapatas) de 

diversas localidades (Sierra de Bellavista, Til-Til, Sotaqui y La Campana). Este grupo fue 

similar a una secuencia de B. japonica aislada de un roedor (Apodemus argenteus) en Japón 

(AB498007.2). El segundo grupo reunió una secuencia similar a B. tribocorum identificada de 

una pulga en Puerto Aysén, la cual estuvo estrechamente asociada a una cepa de la misma 

especie aislada de sangre humana en Francia (cepa BM1374166) (Fig. 4). 
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Figure 4. Árbol filogenético obtenido por Máxima verosimilitud de secuencias de Bartonella basado en la 

región ITS (resaltadas en rojo). Dichas secuencias fueron obtenidas de ectoparásitos en Rattus rattus de diversas 

localidades en Chile. De un total de 23 secuencias obtenidas, tan solo 5 tuvieron una calidad aceptable para ser 

utilizadas en el análisis filogenético. Los números en los nodos representan el valor de soporte de Bootstrap (1000 

réplicas). 

Para el caso de Rickettsia, 31 de las secuencias analizadas de la región del gen de la proteína de 

membrana externa ompB fueron idénticas a la cepa California 2 de R. felis (CP000053.1), 

mientras que cinco de ellas mostraron cercanía a R. felis con menor identidad nucleótida (Fig. 

5). La única secuencia analizada en base a la region gltA (pulga de Illapel) se asoció a una 

muestra de Rickettsia no cultivada proveniente de pulgas y garrapatas en la zona centro-

occidental de Brasil (KY753118.1).    

Figure 5. Árbol filogenético obtenido por Máxima verosimilitud de secuencias de Rickettsia basado en la 

región ompB (dentro del recuadro rosado). Dichas secuencias fueron obtenidas de ectoparásitos en Rattus rattus 
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de diversas localidades en Chile. De un total de 58 secuencias obtenidas, tan solo 32 tuvieron una calidad aceptable 

para ser utilizadas en el análisis filogenético. Los números en los nodos representan el valor de soporte de Bootstrap 

(1000 réplicas). 

 

Análisis de diversidad genética de las bacterias analizadas 

El análisis de haplotipos en Bartonella se basó en secuencias de las regiones rpoB, gltA e ITS 

de ectoparásitos provenientes de R. rattus en Chile, dando como resultado diez haplotipos para 

rpoB, siete para gltA y tres para ITS. Los valores de diversidad haplotípica fueron altos (Hd- 

rpoB = 0,87, Hd-gltA = 0,94, Hd-ITS = 0,70), indicando una alta cantidad de haplotipos únicos 

y exclusivos con un tamaño muestral bajo en las poblaciones. Por otro lado, el análisis en 

Rickettsia basado en las regiones ompB provenientes de las muestras antes mencionadas, 

resultaron en dos haplotipos para ompB. La diversidad haplotípica en este caso fue 

extremedamente baja (0,06), lo que es concordante con la baja cantidad de haplotipos 

encontrados.  

La red de haplotipos de rpoB para Bartonella mostró 70 sitios variables. El haplotipo de mayor 

prevalencia fue el V (6 de 16 secuencias), el cual se halló en todas las muestras de pulgas de 

Sotaqui y en una de Monte Patria, correspondientes a localidades silvestres y rurales, 

respectivamente. El segundo haplotipo más prevalente fue el VIII (2 de 16 secuencias), hallado 

solamente en piojos de La Campana y Sierra de Bellavista. El resto de los haplotipos estuvieron 

representados por secuencias únicas provenientes de pulgas de diversas localidades. Los 

haplotipos II y V fueron los más cercanos y formaron un solo clado en los análisis filogenéticos, 

los cuales a su vez constituyeron un clado hermano del haplotipo VIII (B. coopersplainensis). 

Los haplotipos restantes se encontraron más distantes entre sí y alejados del grupo conformado 

por los haplotipos II, V y VIII (Fig. 6). 
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La red de haplotipos de gltA para Bartonella develó 159 sitios variables. El haplotipo II y VII 

fueron los más representativos con dos de nueve secuencias por haplotipo provenientes de 

pulgas de Canela Baja y la R.N. Isla Mocha (haplotipo II) y de Puerto Aysén (haplotipo VII). 

El resto de los haplotipos estuvieron representados por secuencias únicas provenientes de 

pulgas de diversas localidades. Los haplotipos más cercanos fueron el I, II y III, los cuales 

formaron un grupo en los análisis filogenéticos y formaron, a su vez, un clado hermano del 

haplotipo VI. Los haplotipos distantes tuvieron una alta divergencia genética entre sí (Fig. 7). 

A diferencia de la red obtenida para rpoB, no se observó un haplotipo central del cual derivaran 

el resto de los haplotipos.  

 

 

 

Figura 6. Red de haplotipos para Bartonella usando secuencias de la región rpoB extraídas de ectoparásitos de 

Rattus rattus en diferentes localidades de Chile. De un total de 35 secuencias obtenidas, tan solo 16 se usaron para 

la elaboración de la red. Las cifras en cada rama indican el número de cambios de nucleótidos entre los haplotipos. 

BP3, piojo de Sierra de Bellavista; CP7, piojo de La Campana; II124a, pulga de R. N. Nonguén; II125B, pulga de P. 

N. Fray Jorge; II93c, pulga de R. N. Nonguén; III39A, pulga de Illapel; III81e, pulga de Sotaqui; III82D, pulga de 

Sotaqui; IIV80G, pulga de Sotaqui; IV160e, pulga de Iquique; IV69A, pulga de Sotaqui; IV77a, pulga de Monte Patria; 

IV80A, pulga de Sotaqui; IX271B, pulga de R. N. Isla Mocha; V23a, pulga de Puerto Aysén.    
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La red de haplotipos de ITS para Bartonella develó 138 sitios variables. El haplotipo III fue el 

más representativo con 3 de 5 secuencias provenientes de dos garrapatas (una de Til Til y otra 

del P. N. La Campana) y una pulga (Sotaqui). El haplotipo I (una secuencia aislada de una pulga 

de Sierra de Bellavista) constituyó el clado hermano del haplotipo III, lo cual fue concordante 

con los análisis filogenéticos. El haplotipo III (pulga de Puerto Aysén) estuvo distante de los 

dos antes mencionados, con un total de 128 cambios de nucleótidos entre dicho grupo y el 

haplotipo en cuestión (Fig. 8).  

 

Figure 7. Red de haplotipos para Bartonella usando secuencias de la región gltA extraídas de ectoparásitos 

de Rattus rattus en diferentes localidades de Chile. De un total de 10 secuencias obtenidas, tan solo 9 se usaron 

para la elaboración de la red. Las cifras en cada rama indican el número de cambios de nucleótidos entre los 

haplotipos. II124a, pulga de R. N. Nonguén; III57A, pulga de Canela Baja; III75b, pulga de Canela Baja; IV160a, 

pulga de Iquique; IV160e, pulga de Iquique; IV7b, pulga de Illapel; IX271B, pulga de R. N. Isla Mocha; V23a, 

pulga de Puerto Aysén; V23c, pulga de Puerto Aysén.    
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Para el caso de Rickettsia, la red de haplotipos derivada de la región ompB mostró solo dos 

grupos, siendo el haplotipo I el que reunión la mayor parte de las secuencias (30 de 31 

secuencias) provenientes de ácaros, garrapatas y pulgas de diversidad localidades.  

 

4) Evaluar la asociación entre el tipo de localidad, abundancia, diversidad y prevalencia 

de ectoparásitos con respecto a la diversidad y prevalencia de bacterias detectadas en 

poblaciones de Rattus rattus en Chile. 

 

La presencia de ADN de Bartonella spp. no mostró asociación con ninguna de las variables 

evaluadas, incluyendo el tipo de localidad, abundancia, diversidad y prevalencia de los 

ectoparásitos de los distintos grupos (Tabla 10). Por otro lado, para Rickettsia spp., solo se 

observó asociación positiva entre la prevalencia de pulgas y la presencia de Rickettsia (Tabla 

10). 

Tabla 10. Resultados del Modelo Lineal Generalizado con distribución binomial para cada 

género de bacteria. * Indica significativo. 

 Bartonella spp. Rickettsia spp. 

Factor R2 p R2 p 

Antropización 0,07 0,14 0,02 0,49 

Abun. General 0,04 0,32 0,05 0,24 

Figure 8. Red de haplotipos para Bartonella usando secuencias de la región ITS extraídas de ectoparásitos de 

Rattus rattus en diferentes localidades de Chile. De un total de 29 secuencias obtenidas, tan solo 5 se usaron para 

la elaboración de la red. Las cifras en cada rama indican el número de cambios de nucleótidos entre los haplotipos. 

BP3, piojo de Sierra de Bellavista; GLC8, garrapata de La Campana; GT1, garrapata de Til-til; IV69a, pulga de 

Sotaqui; V23a, pulga de Puerto Aysén.    
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Abundancia 

pulgas 

0,06 0,22 0,07 0,18 

Abundancia 

piojo 

0,03 0,42 0,03 0,42 

Abundancia 

Ácaros 

0,01 0,59 0,09 0,14 

Abundancia 

garrapatas 

0,03 0,36 0,04 0,30 

Diversidad Ecto 0,03 0,41 0,02 0,53 

Prevalencia 

Pulgas 

0,0003 0,93 0,14 0,05* 

Prevalencia 

Piojos 

0,06 0,21 0,03 0,42 

Prevalencia 

Ácaros 

0,02 0,51 0,01 0,56 

Prevalencia 

Garrapatas 

0,05 0,27 0,06 0,21 

Todos los 

factores 

0,22 0,63 0,03 0,85 

 

5. Discusión 

Prevalencia, abundancia, diversidad de ectoparásitos en Rattus rattus en localidades con 

distinto grado de intervención antrópica en Chile. 

En el presente trabajo, se planteó la hipótesis de que R. rattus procedentes de las zonas rurales 

albergarían mayores cargas parasitarias y diversidad de ectoparásitos, debido a que estas áreas 

representarían zonas de contacto entre roedores sinatrópicos y silvestres, donde la fauna 

parasitaria de los roedores se transmitiría entre las distintas especies debido a la mayor 

probabilidad de encuentro. Sin embargo, se rechaza esta hipótesis debido a que no se observaron 

diferencias significativas entre las prevalencias, abundancias medias, intensidades medias y 

diversidades encontradas en el conjunto de ectoparásitos en las distintas zonas. Estos resultados 

sugieren una distribución relativamente homogénea del parasitismo de roedores en estos 

entornos. Sin embargo, al analizar cada grupo de parásitos por separado se encontraron 

diferencias en algunos de los descriptores, lo que demostró ser dependiente de la especie de 

ectoparásito estudiada. 

Respecto con los grupos de ectoparásitos analizados, los piojos fueron los más abundantes, 

seguidos por los ácaros, las pulgas y las garrapatas. Las garrapatas y los ácaros no presentaron 

diferencias significativas entre las tres zonas de antropización, lo que sugiere una distribución 
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más homogénea en los diferentes hábitats estudiados y los hábitos similares que podrían 

presentar estos dos grupos de parásitos (Paramasvaran et al., 2009; Modi & Vankara, 2021). 

Estas comparaciones se realizaron considerando variables como prevalencia, abundancia, 

intensidad y diversidad. Sin embargo, los piojos y las pulgas mostraron diferencias en al menos 

uno de los descriptores evaluados, lo que en el caso de las pulgas fue dependiente de la especie 

analizada, donde algunas fueron más prevalentes en áreas rurales (Ej. L. segnis) mientras que 

otras fueron más prevalentes y abundantes en las ciudades (Ej. N. fasciatus). 

La densidad de hospedadores y la estructura del paisaje pueden afectar a la distribución de los 

ectoparásitos. Entre los factores locales que influyen en la abundancia de especies de 

ectoparásitos figuran la densidad de hospedadores, la interacción social y las luchas territoriales, 

que pueden facilitar la transmisión de parásitos entre roedores (Wolff, 1985; Brunner y Ostfeld, 

2008; Young et al., 2015; Krasnov et al., 2022; Klain et al., 2023). Las diferencias en el entorno 

local entre distintas localidades ejercen una notable influencia en la presencia y abundancia de 

ectoparásitos en cada sitio, sin embargo, aunque los sitios de captura se diferenciaron respecto 

al grado de antropización, el hecho de R. rattus estuvo asociado a las viviendas y construcciones 

humanas podría homogeneizar los tipos de hábitat, siendo el más diferente en este estudio, las 

áreas silvestres.  

Se ha observado que ciertos ectoparásitos son más sensibles a las variaciones ambientales; por 

ejemplo, los piojos podrían ser menos susceptibles debido a son parásitos permanentes que 

viven en el pelo a una temperatura casi constante a lo largo de su vida, muestran una menor 

sensibilidad a los cambios ambientales en comparación con otros ectoparásitos, como las 

garrapatas y las pulgas (Krasnov et al., 2001). Esto podría explicar la mayor abundancia de 

piojos, los que necesitan de contacto directo para transmitirse, y una mayor abundancia de 

roedores podría facilitar su transmisión (Palma et al., 2003). Por otra parte, las garrapatas 

podrían verse más afectadas por la falta de refugio para permanecer en los periodos en que se 

encuentran mudando, ya que, a diferencia de los piojos, se bajan del hospedero y están más 

expuestas a las condiciones ambientales externas (Krasnov et al., 2001; Palma et al., 2003). 

Aunque el número de roedores parasitados (Ciudad=49; Rurales=17; Silvestres=30) y pulgas 

recolectadas (Ciudad=95; Rurales=61; Silvestres=69) fue mayor en las ciudades que en zonas 

rurales y zonas silvestres, la prevalencia de pulgas fue mayor en zonas rurales. Estos resultados 

concuerdan con el trabajo de Moreno et al. (2019), quienes identificaron una mayor prevalencia 

de pulgas en Rattus en zonas rurales.   Estos resultados enfatizan la importancia de considerar 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19311180?casa_token=PRTJhHIqH3sAAAAA:VvcdU8aruQvwiHFCPzA1MTrC5FNzrX1eegTR54BRCVi9IqFl35btFZBvNbmrFrFTvv6r5MJSxj4#bib0090
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19311180?casa_token=PRTJhHIqH3sAAAAA:VvcdU8aruQvwiHFCPzA1MTrC5FNzrX1eegTR54BRCVi9IqFl35btFZBvNbmrFrFTvv6r5MJSxj4#bib0007
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0001706X19311180?casa_token=PRTJhHIqH3sAAAAA:VvcdU8aruQvwiHFCPzA1MTrC5FNzrX1eegTR54BRCVi9IqFl35btFZBvNbmrFrFTvv6r5MJSxj4#bib0007
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la ecología y el comportamiento de los hospedadores en la dinámica de las poblaciones de 

ectoparásitos, aspecto que también se correlaciona con los hallazgos de este estudio. 

A pesar de las influencias antropogénicas y a que las ratas ocuparon ambientes silvestres, en el 

presente estudio no se encontraron diferencias significativas en la diversidad de especies de 

ectoparásitos entre las diferentes zonas evaluadas. Esto podría indicar una dinámica particular 

en la relación parásito-hospedador o la adaptación de ciertas especies a estas transformaciones 

en el medio ambiente. Una posible explicación a esta situación es la existencia de una población 

permanente de ratas sin fluctuaciones significativas a lo largo del año. Las ratas tienen una 

esperanza de vida de 1 a 3 años, las generaciones se superponen y se reproducen constantemente 

durante todo el año, lo que significa que hay una población permanente de ratas que pueden ser 

explotadas por los parásitos (Torres Mejía, 2006). En este contexto, los ectoparásitos pueden 

permanecer en la población de ratas y adaptarse a los cambios en el medio ambiente debido a 

la presencia de una fuente de alimentación constante y la falta de fluctuaciones en la población 

de hospederos. Esto podría explicar la falta de diferencias significativas en la diversidad de 

especies de ectoparásitos entre las diferentes zonas de antropización (Torres Mejía, 2006). 

Respecto a las especies de ectoparásitos aisladas en R. rattus, estos ya habían sido reportados 

previamente en esta especie. De las dos especies de piojos aisladas, P. spinulosa fue la más 

abundante, la cual ha sido identificada previamente como parásito tanto de R. rattus (Baak-

Baak et al., 2016; Eslami; Yousefi; Dowling, 2018) como de R. norvegicus (Mooser et al., 

1931). Estos hallazgos son consistentes con investigaciones previas que han identificado a P. 

spinulosa parasitando a R. rattus en otras áreas de Chile (Thompson, 1938; González-Acuña et 

al. 2005). Estudios anteriores han sugerido que estos piojos podrían desempeñar un papel en la 

mantención de R. typhi dentro de las comunidades de roedores (Gillespie et al., 2009). Aunque 

es poco probable que los piojos de roedores parasiten a los humanos, su presencia en estos 

roedores podría favorecer la transmisión de bacterias a otros roedores, y a su vez, estas bacterias 

podrían ser transmitidas a los humanos por otros artrópodos hematófagos, como pulgas, ácaros 

o garrapatas, que pican a los humanos (Durden & Page, 1991; Chakma et al., 2015).  

En cuanto a los ácaros, Ornithonyssus sp. fue la más abundante. No se pudo identificar a nivel 

de especie a los ácaros debido a la dificultad de distinguir las especies morfológicamente, 

específicamente, el complejo de especies Ornithonyssus se presenta como extremadamente 

difícil de identificar mediante métodos morfológicos tradicionales, por lo que requiere 

complementarlos con análisis moleculares (Silva de La Fuente, 2019). Este género de ácaros es 
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conocido por ser un potencial vector biológico de enfermedades en animales silvestres, 

domésticos y humanos (Radovsky, 1994). En Chile, se ha asociado a casos de dermatitis 

(Barriga & Donckaster, 1965; Jofré et al., 2009) y se ha detectado la presencia de Bartonella 

spp. en ejemplares de Ornithonyssus sp. colectados de roedores silvestres (Silva de la Fuente, 

2019). Estos hallazgos destacan la importancia de monitorear la presencia y distribución de 

estos ácaros debido a su potencial impacto en la salud pública y la fauna silvestre. 

En relación con las garrapatas, se encontraron dos especies, siendo I. sigelos la más abundante. 

Estos resultados respaldan investigaciones anteriores que han documentado la presencia de 

estas especies de garrapatas en roedores introducidos, lo que sugiere que R. rattus puede estar 

actuando como un hospedero para estas garrapatas y potencialmente contribuyendo a su 

dispersión (Osorio, 2001). Cabe destacar que I. sigelos también ha sido registrada en roedores 

silvestres, lo que indica posibles contactos o el uso de espacios comunes con especies nativas. 

Además, el hecho de encontrar estas garrapatas en entornos urbanos refuerza la idea de que las 

ratas están siendo exitosamente utilizadas como hospedadores de I. sigelos, con posibles 

implicaciones significativas en términos de dispersión y salud pública (Osorio, 2001; González-

Acuña et al., 2004). 

La especie de pulga L. segnis ha sido descrita comúnmente en ratas, siendo un ectoparásito 

frecuente en este hospedador (Moreno et al., 2019). Esta especie, la más abundante entre las 17 

identificadas, ha sido detectada albergando hasta siete especies de Rickettsia. Algunas de las 

cuales son patógenas para los humanos. Aunque las pulgas son consideradas parásitos 

ocasionales, dado que principalmente se suben al hospedador solo para alimentarse, su papel 

en la transmisión de enfermedades, como en el caso de las Rickettsias, es un aspecto importante 

para tener en cuenta (Beaucournu et al., 2014). 

El presente estudio revela un hallazgo relevante sobre la relación entre la especie R. rattus y las 

pulgas Ctenoparia inopinata, Siphinctopsylla ares y Tetrapsyllus rhombus, que previamente se 

habían registrado en roedores silvestres como A. olivacea, Abrothrix longipilis, Oligoryzomys 

longicaudatus y Phyllotis darwini (Alarcón, 2003). Estos antecedentes sugieren que R. rattus 

ha adquirido nuevos parásitos desde la fauna nativa, lo que ha facilitado la transferencia de 

pulgas entre diferentes especies de roedores viviendo en simpatría. Es importante tener en 

cuenta que las pulgas, a diferencia de los piojos, no dependen completamente de sus 

hospedadores, ya que principalmente se suben a ellos para alimentarse (Krasnov, 2008). Por 

esta razón, son consideradas parásitos ocasionales (Durdem & Adams, 2005). 
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Prevalencia de las bacterias Bartonella, Rickettsia y Coxiella 

Considerando todos los especímenes de ectoparásitos evaluados (pulgas, piojos, ácaros y 

garrapatas), la prevalencia global de ADN de Bartonella encontrada en este estudio fue 39,4% 

y para Rickettsia fue de 36,92%. Ninguna garrapata analizada fue positiva a ADN de Coxiella. 

La ausencia de ADN de esta última bacteria no es tan sorprendente ya que otros estudios han 

obtenido los mismos resultados (Selmi et al., 2021; de Cock et al., 2023).  Es importante 

destacar que, en Ixodes, en lugar de encontrar Coxiella-like endosimbiontes, se han descubierto 

Francisella-like endosimbiontes (Brenner et al., 2021). Este hallazgo podría contribuir a 

explicar también los resultados negativos observados en el estudio. Incluso en aquellos en los 

que sí aparecía, no superaba el 5% (Reusken et al., 2011; Kamani et al., 2018; Rozental et al., 

2017). Otra explicación es la especie analizada, en el presente estudio se analizaron solo Ixodes, 

y entre las principales especies transmisoras de esta bacteria se menciona a Amblyomma spp., 

(Angelakis & Raoult, 2010; Diarra et al., 2020). La ausencia de ectoparásitos positivos a 

Coxiella en los roedores examinados podría revelar una dinámica compleja entre los roedores 

y las garrapatas que transportan la bacteria (Peñafiel, 2010; Quintero et al., 2013). 

De los cuatro tipos de ectoparásitos evaluados, las pulgas fueron las que presentaron mayor 

prevalencia de ADN de Bartonella spp. (53,4%) y Rickettsia spp. (50,3%), seguidas de los 

piojos (33,3% y 19,2%, respectivamente) y las garrapatas y ácaros (aproximadamente el 20% 

para cada uno). La prevalencia global de infección por Bartonella encontrada en este estudio 

(39,4%) fue similar y en otras ocasiones mayor que en otros estudios: 32,5% (Klangthong et 

al., 2015/ PCR en tiempo real) y 34,9% (Panthawong et al., 2020/ PCR en tiempo real) en 

Tailandia; 15% en Tanzania (Theonest et al., 2019/ PCR anidada); y también en las realizadas 

en Chile: 21,2% (Moreno-Salas et al., 2019/PCR Convencional), 27,7% (Sepúlveda-García et 

al., 2023/ PCR en tiempo real y PCR Convencional) y 36,3% (Müller et al., 2020/ PCR en 

tiempo real y PCR Convencional). Comparado específicamente con resultados publicados en 

Chile, los valores son similares, exceptuando son más altos que el trabajo de Moreno et al., 

(2019), donde utilizó PCR convencional, mientras que en el presente estudio se utilizó PCR en 

tiempo real y después PCR convencional. Entre ambas técnicas existe diferencia en la 

sensibilidad y especificidad. La PCR en tiempo real es más sensible y permite una medición 

precisa del ADN, mientras que la PCR convencional es menos sensible y no proporciona esta 

capacidad de medición (Müller et al., 2017; Palacios et al., 2023). Respecto a los otros dos 

estudios citados, el tamaño de muestra analizada fue menor (Ej. 33 ratas y 347 ectoparásitos en 
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Müller et al., 2020), lo que difiere significativamente de este estudio, que utilizó 348 ratas y 

1328 ectoparásitos de distintas localidades. 

En relación con los piojos, la prevalencia de ADN de Bartonella detectado en este estudio fue 

similar a la de otras investigaciones realizadas en México y Egipto, cercano al 30% (Sánchez-

Montes et al., 2016; Reeves et al., 2006), sin embrago valores más bajos de prevalencia (9,2%) 

se han reportado en Etiopía (Cutler et al., 2012).  Por el contrario, en el estudio de Klangthong 

et al. (2015) La prevalencia de Bartonella en garrapatas fueron sustancialmente más bajas que 

las encontradas en este estudio (3,5% vs. 26,6%), a pesar de que el número de pulgas analizadas 

en ese estudio fue casi el doble de las investigadas en esta búsqueda (170 vs. 90). La misma 

diferencia en prevalencia ocurrió con relación a las pulgas (25,8% vs. 53,4%), sin embargo, en 

este caso, el número de pulgas analizadas por Klangthong et al. (2015) fue de 62 individuos, 

mientras que en este estudio el número fue más de tres veces mayor (193). Además, el uso de 

la PCR convencional puede haber subestimado la prevalencia real. 

En este sentido, es interesante señalar que la prevalencia de ambas bacterias puede variar en 

función del entorno en el que vive el ectoparásito: así como este estudio mostró una mayor 

prevalencia de Bartonella en ácaros y pulgas de zonas rurales (33,3% y 55,9%, 

respectivamente), estudios realizados en Eslovaquia (80%) (Špitalská et al., 2022) y Chile 

(34,8%) (Moreno-Salas et al., 2019) también señalaron esta tendencia.  

En el caso de Rickettsia, aunque algunos estudios difieren en cuanto a su presencia en 

ectoparásitos, mostrando prevalencias del 25,7% en Lituania (Radzijevskaja et al., 2018) y del 

9,5% en México (López-Pérez et al., 2021), otros han mostrado resultados similares a este 

estudio (36,92%): 10 a 32% en EE. UU. (Abramowicz et al., 2011), 28,6% en Alemania 

(Obiegala et al., 2016) y 35,1% en Chile (Moreno-Salas et al., 2020b). Todos los estudios 

mencionados, excepto Moreno et al. (2019) utilizaron el método de PCR en tiempo real para 

identificar Rickettsia en roedores (Abramowicz et al., 2011; Radzijevskaja et al., 2018) y 

también en otros micromamíferos (Obiegala et al., 2016; Moreno-Salas et al., 2020b; López-

Pérez et al., 2021) y sus ectoparásitos recogidos en diferentes zonas de antropización. Dos de 

ellos utilizaron un número de ectoparásitos similar al de este estudio -1315 (Moreno-Salas et 

al., 2020b) y 1261 (Radzijevskaja et al., 2018), aunque este último, realizado en Lituania, 

mostró una menor prevalencia de Rickettsia. Esto puede explicarse por el hecho de que el clima 

en Lituania es más cálido, con inviernos relativamente suaves y veranos templados 

(Radzijevskaja et al., 2018), lo que no favorece la aglomeración de roedores y la transmisión 
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de ectoparásitos/reproducción de los ectoparásitos y Rickettsia. Otro estudio en la provincia de 

Buenos Aires analizó la prevalencia de Rickettsia spp. en diferentes ectoparásitos de roedores 

silvestres y sinantrópicos, pero no proporcionó datos específicos sobre la prevalencia de 

Rickettsia (Melis, 2023). 

Es importante reconocer la relevancia de la prevalencia de ADN de Rickettsia detectada en 

pulgas debido a la posibilidad de transmisión del tifus, ya que, en muchas partes del mundo, la 

infección por tifus murino está estrechamente asociada a la introducción de R. rattus y R. 

norvegicus y sus pulgas en entornos con presencia humana (Gillespie et al., 2009). En Chipre, 

la prevalencia de pulgas fue considerablemente menor que la reportada en este estudio (5,6% 

vs. 19,3%), a pesar de que el número de pulgas analizadas fue mayor en el otro estudio (250 vs. 

193) (Psaroulaki et al., 2006). Por otro lado, en el Congo, la prevalencia fue mayor que la 

encontrada en este estudio (72% vs. 50,3%), a pesar de que el número de pulgas analizadas (188 

vs. 193) fue similar y se utilizó PCR convencional, la cual es más limitada que la qPCR 

(Laudisoit et al., 2014). 

Los estudios sobre la presencia de esta bacteria en piojos de roedores son escasos. A pesar de 

ello, ya se han notificado casos de rickettsiosis en hospedadores humanos con una vía de 

transmisión a partir de roedores, como ardillas en Estados Unidos (Duma et al., 1981; Prusinski 

et al., 2014) y probablemente a partir de ratas en México (Acuña-Soto et al., 2000; Dzul-Rosado 

et al., 2013). La acumulación de basura podría provocar aumento en la densidad de roedores lo 

que a su vez puede producir un aumento en la prevalencia y abundancia de piojos (D'Cruz et 

al., 2022), luego la muerte de estos roedores puede provocar que los piojos pueden alimentarse 

de un ser humano lo que llevaría a la exacerbación del tifus epidémico (Portillo et al., 2015).  

Respecto a los ácaros, en el estudio de Reeves et al. (2007), 416 individuos recolectados fueron 

agrupados en 79 pools, de los cuales 8 resultaron positivos para Rickettsia, mostrando una baja 

prevalencia que no coincide con el 22,2% encontrado en esta investigación. La misma 

discrepancia (13%) se encontró en el estudio de Kuo et al. (2020), quienes reportaron 7 pools 

positivos para Rickettsia entre los 72 analizados. No se observó lo mismo con las garrapatas, 

ya que otros estudios corroboraron estas características e informaron una prevalencia similar de 

Rickettsia en garrapatas (alrededor del 20%) en Brasil (de Sousa et al., 2018a) y Madagascar 

(Ehlers et al., 2020). 
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En el caso de Rickettsia, este estudio encontró una mayor prevalencia en los ácaros de zonas 

rurales (66,7%). Sin embargo, estos datos difieren de otros estudios realizados en Lituania 

(Radzijevskaja et al., 2018), Taiwán (Kuo; Lee; Wang, 2020) y Eslovaquia (Špitalská et al., 

2022) las cuales mostraron prevalencias de 9,3%, 9,7% y 57,8%, respectivamente. Al igual que 

Bartonella, Rickettsia también mostró una menor prevalencia en piojos de zonas rurales, similar 

a los hallazgos de Quintero et al. (2013) en Colombia.  

En este estudio, la prevalencia de Bartonella fue mayor en zonas silvestres (60%), aunque se 

observó que las zonas urbanas (54%) y rurales (44%) también mantenían una alta prevalencia. 

Un estudio anterior en Chile asoció la presencia de Bartonella a lugares con mayor densidad 

poblacional de humanos, como zonas urbanas (15%) y rurales (35%) (Moreno-Salas et al., 

2019). 

Se ha informado de una prevalencia considerable de Bartonella en diferentes biomas de Brasil 

(Gonçalves et al., 2016), donde las mayores ocurrencias se dieron en zonas con más vegetación 

(Mata Atlántica: 35,9%; Pantanal: 34,4%) y las menores en la Caatinga (6,7%), una zona más 

seca y con menos vegetación. Del mismo modo, otros estudios en áreas silvestres han mostrado 

una alta prevalencia de Bartonella, que alcanzó el 43% (Favacho et al., 2015; De Sousa et al., 

2018b). En Chile, un estudio sobre la prevalencia de B. henselae en donantes de sangre arroja 

una prevalencia del 13,6%, este estudio se llevó a cabo con hombres y mujeres que asistieron 

al Banco de Sangre de un hospital en la Región Metropolitana (Núñez et al., 2017).  

En el caso de Rickettsia, la prevalencia de esta parece depender significativamente de la 

ubicación geográfica, mostrando un aumento en ambientes urbanos (Kosoy y Bai, 2019). 

Aunque en el presente estudio no se encontraron diferencias significativas en la prevalencia de 

Rickettsia, si se observa una tendencia a una mayor prevalencia en zonas urbanas (59%) – donde 

predominaban los piojos y las pulgas, seguido de las zonas silvestres (56%) -donde 

predominaban los piojos- y las zonas rurales (46%) -donde predominaban las pulgas-. Estas 

leves diferencias observadas podrían ser explicadas por la composición de los ensambles de 

ectoparásitos analizados. Sin embrago, Moreno-Salas et al. (2020) en un estudio que evaluó la 

presencia de ADN de Rickettsia en pulgas de diferentes micromamíferos en Chile, reveló que 

la prevalencia de Rickettsia estaba más fuertemente vinculada a zonas silvestres (16%) y rurales 

(11%) que a zonas urbanas (5%). Es relevante señalar que el estudio de Moreno-Salas et al. 

(2020) se enfocó exclusivamente en pulgas, y que incluyó no solo a ratas, sino que a otros 
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micromamíferos silvestres, lo que sugiere que la especie o grupo de ectoparásitos analizados 

podría ser un factor clave en las diferencias observadas. 

En conjunto, estos datos pueden estar relacionados con el hecho de que en las zonas más 

urbanizadas estos animales tienden a buscar refugio en lugares relativamente pequeños, lo que 

provoca un aumento de la densidad de población, especialmente en las zonas boscosas, que 

suelen estar restringidas en las localidades urbanas. Esto facilita la transmisión de bacterias y 

otros patógenos entre especies (Blasdell et al., 2019b).  

Esto se confirmó en el estudio de Cock et al. (2023), que mostró una correlación positiva entre 

la presencia de bacterias, como Bartonella, en ratas de entornos urbanos con vegetación. Esto 

se atribuyó al hecho de que los ectoparásitos, como garrapatas y pulgas, sobreviven mejor en 

estos entornos, ya que se produce un aumento de la densidad de población de ratas en estos 

lugares, lo que se configura como un aumento de la oferta de alimento para los parásitos. Los 

hallazgos de este estudio destacan la importancia de considerar las dificultades inherentes al 

uso de los ectoparásitos como centinelas de las bacterias estudiadas. Una de las principales 

dificultades encontradas fue la incertidumbre sobre el origen de las bacterias identificadas en 

los ectoparásitos, ya que podrían provenir tanto de los ectoparásitos como de la sangre del 

roedor (Lucero Velasco, 2017). Esta ambigüedad plantea desafíos significativos en la 

interpretación de los resultados y sugiere la necesidad de realizar investigaciones adicionales 

para clarificar la relación entre las bacterias y sus vectores potenciales. 

 

Diversidad haplotipica y la cercanía filogenética de bacterias detectadas con grupos de 

bacterias potencialmente patógenas. 

Para determinar la diversidad y la cercanía filogenética de bacterias detectadas con grupos de 

bacterias potencialmente patógenas, el género Bartonella ha sido analizado desde una 

perspectiva filogenética utilizando varios marcadores moleculares, entre los que destacan rpoB, 

gltA, ftsZ, nuoG, groEL e ITS (Gonçalves et al. 2016, Kosoy y Bai 2019, Abreu-Yanes et al. 

2020, Müller et al. 2020). Scola et al. (2003) señaló la amplia utilización de la región gltA en la 

clasificación taxonómica de Bartonella y en la distinción entre especies y subespecies en este 

grupo. Los autores subrayaron además el valor de emplear rpoB para mejorar la eficacia en la 

identificación, especialmente al investigar especies nuevas. En el presente trabajo, el uso de tres 

regiones (rpoB, gltA e ITS) permitió la identificación de al menos seis genotipos en 
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ectoparásitos de R. rattus en Chile, entre los que destacan B. tribocorum y B. 

coopersplainsensis. Esto es similar a lo reportado por Müller et al. (2020), quienes registraron 

cinco genotipos de Bartonella en roedores y pulgas de Chile, incluyendo las especies B. 

tribocorum y B. rochalimae.  

 

Cabe resaltar que el análisis filogenético generado con la región ITS no generó un árbol tan 

robusto a juzgar por los bajos valores de boostrap (<88%) en algunos nodos internos. Es por 

esto por lo que la determinación de genotipos y especies se basó mayormente en los marcadores 

rpoB y gltA. 

Los resultados de los análisis filogenéticos mostraron similitud con bacterias con importancia 

zoonótica, una de ellas fue Bartonella tribocorum, especie con potencial zoonótico asociada a 

enfermedades en humanos, que ya ha sido reportada en pulgas de la misma localidad en Chile 

(Kosoy et al., 2010, Moreno-Salas et al., 2019). Por otro lado, B. coopersplainsensis suele 

infectar ratas del género Rattus a nivel mundial, aunque su impacto en la salud pública no ha 

sido determinado (Nesaraj et al. 2018, Kosoy y Bai 2019). En el presente estudio se detectó en 

piojos, donde secuencias fueron 100% idénticas a una cepa de B. coopersplainsensis aislada de 

roedores en Tailandia (MF105900.1). Recientemente, Sepúlveda-García et al. (2023) reportó la 

mencionada especie en Rattus spp. en diferentes localidades del centro y sur de Chile, usando 

los mismos marcadores utilizados en el presente estudio.  

Cepas no identificadas anteriormente de Bartonella también fueron detectadas en los análisis 

filogenéticos. El marcador rpoB permitió detectar en pulgas de la R. N. Nonguén secuencias 

relacionadas con B. doshiae, especie con un alto potencial patogénico para humanos (Vayssier-

Taussat et al., 2016). En ese mismo clado, secuencias provenientes de pulgas de diversas 

localidades en Chile tuvieron 99% de similitud con una cepa no cultivada (Huadu-52, 

ON394035.1) de Bartonella proveniente de roedores en áreas urbanas de Guangzhou, al sur de 

China (Yao et al. 2022). Asimismo, dichas secuencias estuvieron asociadas a B. japonica y B. 

rattaustraliani aisladas de Apodemus argenteus (ratón de campo japonés) y ratas australianas 

del género Rattus, respectivamente (Inoue et al., 2010, Kosoy & Bai, 2019). En los clados III y 

IV, las secuencias reportadas en pulgas estuvieron muy cercanas a cepas patógenas de B. 

alsatica (hallada en conejos silvestres) y B. rochalimae (reportada en una amplia variedad de 

mamíferos) respectivamente (Kosoy & Bai, 2019, Puges et al., 2019).  
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El marcador gltA también permitió develar secuencias en pulgas de diversas localidades con 

similitudes de entre 98% y 99% a una cepa de Bartonella aislada de Apodemus sylvaticus (ratón 

de campo) en Reino Unido (Birtles & Raoult, 1996). Dichas secuencias estuvieron altamente 

asociadas al clado B. harrusi-B. machadoae, dos especies recientemente descritas en roedores 

y marsupiales de vida libre en Brasil (do Amaral et al. 2022 a, b). Otras especies de importancia 

asociadas a las muestras trabajadas en la presente investigación fueron B. mastomydis, 

originalmente descrita de Mastomys erythroleucus en Senegal, y Bartonella sp. 1-1C, aislada 

de R. novergicus en Tailandia, ambas asociadas a muestra de pulgas en Iquique (Lim et al., 

2008, Dahmani et al., 2018). 

Rickettsia felis es una bacteria Gram negativa intracelular obligada y agente causante de la 

fiebre manchada transmitida por pulgas. En el presente estudio, ADN de dicha especie fue 

identificada en ácaros, garrapatas y pulgas de R. rattus en diversas localidades chilenas. 

Rickettsia felis solo había sido identificada en pulgas comúnmente asociadas al humano y a 

animales domésticos como P. irritans (11%) y C. felis felis (92%) provenientes de zorros 

silvestres (Lycalopex culpaeus y Lycalopex griseus) en la zona mediterránea de Chile (Millán 

et al., 2023). Los vectores que transmiten esta bacteria suelen ser pulgas, garrapatas y ácaros, 

mientras que humanos, gatos y pequeños roedores se han reportado como hospederos, 

proporcionando un entorno propicio para el crecimiento y reproducción de la bacteria (Tsokana 

et al., 2022). La presencia de R. felis en ectoparásitos de R. rattus representa riesgo potencial 

para la salud pública de los seres humanos (Parola et al., 2001; Bitam et al., 2010; Bonilla et 

al., 2014). 

La presencia de los mismos haplotipos en grupos de parásitos distintos puede ser el resultado 

de una combinación de factores, que incluyen la transmisión cruzada, las interacciones entre 

vectores, la transmisión vertical y la contaminación ambiental. Estos mecanismos pueden 

contribuir a la dispersión de microorganismos patógenos entre diferentes especies de 

ectoparásitos, lo que tiene implicaciones importantes (González, Rengifo & Arosemena, 2023; 

Minaya, Mendoza & Iannacone, 2021). 

 

Diversidad genética de Bartonella y Rickettsia 

Varios eventos genéticos, incluidas la mutación, la demografía y la recombinación, se 

consideran factores que regulan la diversidad de haplotipos (Gonçalves et al., 2016). La 
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diversidad genética en Bartonella se ha estudiado ampliamente con el marcador gltA; no 

obstante, eventos de recombinación pueden interferir en una correcta resolución al momento de 

identificar genotipos. Es por esto por lo que se recomienda utilizar, por lo menos, dos 

marcadores diferentes para inferir sobre la diversidad genética (Abreu-Yanes et al. 2020). En 

el presente trabajo, se utilizaron tres marcadores (rpoB, gltA e ITS) para la estimación de la 

diversidad genética.  

 

La cantidad de haplotipos y la diversidad haplotípica halladas para Bartonella fue superior a lo 

reportado por Müller et al. (2020) en roedores y pulgas de Chile utilizando los mismos 

marcadores moleculares. Estas diferencias se pueden deber a la región geográfica de origen de 

las muestras analizadas, ya que en el trabajo de Müller et al. (2020) analizó muestras 

provenientes de la provincia de Valdivia e isla Guafo, ambas pertenecientes a la zona 

hidrográfica superhúmeda, mientras que el presente estudio analizó zonas entre las latitudes 30° 

a 36°, correspondientes a tres zonas hidrográficas distintas: árida, semiárida y subhúmeda. Por 

otro lado, Moreno-Salas et al. (2019) utilizó el marcador gltA en pulgas de R. rattus de Chile, 

reportando valores cercanos de haplotipos y diversidad haplotípica a los hallados en el presente 

trabajo. Cabe resaltar que los autores muestrearon pulgas en un rango amplio geográfico en 

Chile, abarcando casi todas las zonas hidrográficas. A nivel mundial, los valores de diversidad 

haplotípica para Bartonella en roedores en Brasil (0,96), Asia (0,94) y Norteamérica y Europa 

(0,89) (Gonçalves et al. 2016) son similares a lo hallado en los ectoparásitos analizados durante 

esta investigación.  

 

La alta diversidad de haplotipos observada en los tres genes sugiere bajas similitudes 

intraespecíficas entre las secuencias de Bartonella del presente estudio y las especies descritas 

en todo el mundo. Estudios en África, Europa, Norte y Sudamérica han demostrado que la 

diversidad genética de Bartonella en ratas urbanas es generalmente baja comparada a lo 

reportado por roedores en áreas silvestres o rurales (Kosoy y Bai 2019). La baja diversidad 

genética de Bartonella en ratas urbanas, en comparación con roedores en áreas silvestres o 

rurales, sugiere que el entorno urbano puede influir en la diversidad genética de estas bacterias. 

La alta prevalencia de Bartonella asociada a las ratas de alcantarilla y la baja diversidad genética 

de Bartonella en ratas urbanas respaldan esta observación (Monge, 2019; Lareschi et al., 2022). 

Además, se ha identificado a la rata de alcantarilla como un reservorio "clave" de Bartonella, 

lo que indica su importancia en la transmisión de esta bacteria. Estos hallazgos sugieren que la 
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diversidad genética de las bacterias puede variar significativamente según el entorno y las 

especies hospederas involucradas (Monge, 2019; Lareschi et al., 2022). 

 

En el presente estudio, los haplotipos de Bartonella más representativos fueron: los haplotipos 

ITS III - de dos garrapatas (una de Til Til - Urbana - y la otra del Parque Nacional La Campana 

- Zona silvestre) y una pulga (Sotaqui - Zona rural); para rpoB fueron los haplotipos V (de 

pulgas de Sotaqui y Monte Patria - Urbana) y VIII (de piojos de La Campana y Sierra Bellavista 

- área rural); y para gltA fueron los haplotipos II (de pulgas de Canela Baja - Zona rural - y R. 

N. Isla Mocha - Zona silvestre) y VII (de Puerto Aysén - Zona rural).  

Para Rickettsia, el haplotipo I reúne la mayoría de las secuencias provenientes de ácaros, 

garrapatas y pulgas de diferentes localidades. La alta diversidad genética reportada se puede 

atribuir también a la inclusión de áreas no urbanas durante el muestreo de ectoparásitos en R. 

rattus. Asimismo, no se hallaron haplotipos exclusivos de algún ectoparásito, con excepción 

del haplotipo VIII del gen rpoB que solamente se halló en piojos.  

La diversidad genética de R. felis fue baja (0,06), con tan solo un haplotipo encontrado en base 

al gen ompB. Esto es similar a lo reportado por Millán et al. (2023) en pulgas y zorros salvajes 

(L. culpaeus y L. griseus) de Chile utilizando los genes gltA, ompA y ompB. Esta ausencia de 

polimorfismo contrasta con lo indicado por Brown y Macaluso (2016), quienes enfatizaron la 

alta heterogeneidad de los genomas provenientes de diferentes cepas de R. felis, las cuales 

infectaban a diferentes vectores. Los autores sugirieron que la variabilidad genética observada 

podría deberse al aislamiento espacial y la posible especialización hacia el hospedador. 

Además, la llegada frecuente de ratas y, por tanto, de ectoparásitos y bacterias también podría 

ser un factor contribuyente. 

 

Asociación entre la diversidad y prevalencia de bacterias con los descriptores 

parasitológicos 

No se observó una asociación significativa entre los distintos descriptores parasitológicos y la 

presencia de ADN de ninguna de las dos bacterias analizadas, excepto para Rickettsia que 

mostró asociación positiva significativa con la prevalencia de pulgas. Para el caso de 

Bartonella, Meheretu et al. (2013) demostraron que la probabilidad de infección no variaba 

significativamente con la estación, el tipo de hábitat y el aumento de la infestación por 
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ectoparásitos. Mientras que otros autores han encontrado diferencias estadísticamente 

significativas en la probabilidad de infección por Bartonella en ratas de diferentes zonas 

(urbanas, rurales y silvestres) (Halliday et al., 2015; Moreno-Salas et al., 2019).  

En el caso de Rickettsia no se identificó asociación específica, ni con factores individuales ni 

en combinación. Sin embargo, es crucial resaltar que se observó una diferencia significativa 

sólo en la prevalencia de pulgas, sin identificar asociaciones con otros elementos analizados. 

Al considerar modelos desarrollados en otros estudios, algunos factores que podrían ser 

relevantes no son incluidos en nuestro estudio, como la presencia de viviendas con patios de 

tierra o material en concreto y sin saneamiento básico (Dzul-Rosado et al., 2021), así como 

urbanizaciones públicas que albergan un gran número de ratas infectadas (Griffiths et al., 2022). 

Sin embargo, en nuestro análisis, no se encontraron asociaciones significativas entre la 

diversidad, prevalencia y abundancia de parásitos y la presencia de bacterias. 

La falta de asociación observada puede explicarse por la ausencia de diferencias significativas 

en los descriptores iniciales que evaluamos, como medidas de diversidad, abundancia y 

prevalencia.  Sin embargo, es importante destacar que esta falta de asociación no fue consistente 

para todos los parásitos. Por ejemplo, en el caso de los piojos y las pulgas, se observaron 

diferencias significativas en algunos descriptores, como la prevalencia. Como se mencionó 

previamente, la falta de variaciones sustanciales en estos descriptores podría haber limitado 

nuestra capacidad para identificar relaciones significativas con la presencia de bacterias. Esto 

sugiere que, aunque analizamos medidas como la diversidad, la prevalencia y la abundancia de 

ectoparásitos, estas características no exhibieron diferencias significativas que pudieran 

explicar la presencia o ausencia de bacterias patógenas. En otras palabras, los factores 

considerados inicialmente no resultaron lo suficientemente distintivos como para establecer 

asociaciones claras con la presencia de bacterias patógenas en las poblaciones de ectoparásitos 

estudiadas. Esta falta de variabilidad en los descriptores iniciales podría haber contribuido a la 

dificultad para identificar relaciones significativas con la presencia de bacterias. Destacar este 

punto resalta la necesidad de considerar una gama más amplia de variables y factores en futuros 

estudios para una comprensión más completa de las interacciones entre ectoparásitos y bacterias 

patógenas en las poblaciones de R. rattus. 
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Conclusión 

Este estudio tuvo como objetivo evaluar la asociación entre la abundancia, prevalencia y 

diversidad de ectoparásitos, con la prevalencia de bacterias potencialmente patógenas de los 

géneros Rickettsia, Bartonella y Coxiella en poblaciones de R. rattus en zonas con diferentes 

grados de intervención antrópica en Chile. Las especies de ácaros, garrapatas, piojos y pulgas 

más prevalentes en R. rattus fueron Ornithonyssus spp., I. sigelos, P. spinulosa y L. segnis, 

respectivamente. Los únicos ectoparásitos que variaron en prevalencia en determinadas épocas 

del año (específicamente durante el invierno y el verano) fueron los ácaros y los piojos. 

El uso de tres regiones (rpoB, gltA e ITS) permitió identificar seis genotipos de Bartonella en 

ectoparásitos, entre los que destacan B. tribocorum y B. coopersplainsensis. El análisis de 

haplotipos en Bartonella resultó en diez haplotipos para rpoB, siete para gltA y tres para ITS. 

Los valores de diversidad haplotípica fueron altos, indicando una alta cantidad de haplotipos 

únicos y exclusivos con un tamaño muestral bajo en las poblaciones. Por otro lado, el análisis 

de Rickettsia reveló la presencia de dos haplotipos para ompB, mostrando una baja diversidad 

haplotípica, ya que solo se identificó Rickettsia felis. 

Las prevalencias generales de Bartonella spp. y Rickettsia spp. no se diferenciaron con respecto 

al tipo de localidad y Coxiella no fue detectada en las muestras analizadas. Contrariamente a la 

hipótesis inicial de este estudio, las zonas rurales estaban menos habitadas por ectoparásitos y 

sus bacterias asociadas. La zona silvestre fue donde se presentó la mayor prevalencia de piojos 

y ácaros, además de la mayor ocurrencia de ectoparásitos infectados por Bartonella. Los ácaros 

y pulgas de las zonas rurales también alcanzaron altas prevalencias de Bartonella y, 

sorprendentemente, Rickettsia se encontró más en las zonas urbanas, con una frecuencia similar 

a la de las zonas silvestres. Aunque las diferencias no alcanzaron significancia estadística. 

En resumen, este estudio revela resultados que difieren de la literatura existente, destacando 

una alta variabilidad genética y una prevalencia elevada de infecciones por Bartonella y 

Rickettsia en ectoparásitos. La evidencia respalda la noción de que tales condiciones pueden 

propiciar la aparición y reaparición de zoonosis. Este fenómeno se ha observado a lo largo de 

las grandes epidemias, destacando la capacidad de adaptación de los ectoparásitos entre 

diferentes hospedadores mamíferos, incluyendo animales domésticos y humanos. En conjunto, 

estos resultados enfatizan la importancia de abordar de manera proactiva la planificación del 
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crecimiento demográfico y la interacción humana con entornos silvestres para prevenir la 

propagación de enfermedades zoonóticas. 

Anexos  
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Anexo 1. Protocolos Aprobados por el Comité de Ética de la Vicerrectoría de Investigación y 

Desarollo de la Universidad de Concepción.
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